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El objetivo del estudio fue estimar la prevalencia y cargas de helmintos 
gastrointestinales en vicuñas en el distrito de Contumazá, provincia de Contumazá – 
Cajamarca, así como determinar su asociación con las variables edad y sexo e 
identificar los géneros parasitarios presentes en dicha comunidad. Se colectaron un 
total de 208 muestras de heces durante el Chaccu realizado en la época de esquila 
anual (agosto) del 2015. Las muestras fueron colectadas directamente del recto y 
colocadas en bolsa de polietileno adecuadamente rotuladas con la identificación 
correspondiente, las mismas que fueron colocadas en cajas térmicas junto con 
refrigerantes para su transporte hasta el laboratorio de Microbiología y Parasitología, 
sección Parasitología de la Facultad de Medicina Veterinaria, donde se procedió a 
realizar la técnica flotación con Solución de Sheather (solución saturada de azúcar) y 
sedimentación espontanea, para detectar la presencia de huevos de helmintos y  de 
Fasciola hepatica respectivamente, además de estimar la carga parasitaria (hpg) con el 
método de McMaster modificado e identificación de larvas de nematodos mediante e l  
cultivo de larvas y la técnica de Baermann. No se detectó la presencia de huevos de  
Fasciola hepatica en las muestras procesadas. Se obtuvo una prevalencia de helmintos 
de 81.3% en vicuñas. Las prevalencias de huevos de helmintos fueron de 61.1, 39.4, 
26.9, 16.8, 8.7%, correspondiente a huevos tipo Strongylus, Nematodirus, Trichuris, 
Capillaria y Moniezia respectivamente. Los géneros de la familia Trichostrongylidae 
identificados en cultivos de larvas fueron Cooperia, Trichostrongylus, Ostertagia, 
Oesophagostomum, Haemonchus y Bunostomum. No se encontró diferencia 
significativa (p<0.05) entre las variables sexo, sin embargo, hubo asociación 
significativa con la variable edad. La carga parasitaria promedio de huevos de 
nematodos vario entre 103.8 a 121.3 huevos por gramo de heces, correspondiendo a 
una carga leve. 
 
 










The aim of the study was to estimate the prevalence and loads of gastrointestinal 
helminth in vicuñas in the district of Contumazá province of Contumazá – Cajamarca, 
as well as to determine their association with the variables of age and sex and to 
identify the genera parasitic on the community. We collected a total of 208 stool 
samples during the Chaccu made at the time of shearing the annual (August) of 2015. 
The samples were collected directly from the rectum and placed in a polyethylene bag 
properly marked with the corresponding id, the same that were placed in thermal 
boxes along with coolant, for transportation to the laboratory of Microbiology and 
Parasitology, section of Parasitology, Faculty of Veterinary Medicine, where he 
proceeded to perform the technique flotation with a Solution of Sheather (saturated 
solution of sugar) and sedimentation spontaneous, to detect the presence of helminth 
eggs and Fasciola hepatica, respectively, in addition to estimating the parasite burden 
(hpg) with the method of McMaster modified and identification of nematode larvae 
through the cultivation of larvae and the technique of Baermann. It is not detected the 
presence of eggs of Fasciola hepatica in the samples processed. We obtained a 
prevalence of helminths of 81.3 ± 5.3% in vicuñas. The prevalence of helminth eggs 
were 61.1, 39.4, 26.9, 16.8, 8.7%, corresponding to eggs type Strongylus, Nematodirus, 
Trichuris, Capillaria and Moniezia respectively. The genera of the family 
Trichostrongylidae identified in cultures of larvae were Cooperia, Trichostrongylus, 
Ostertagia, Oesophagostomum, Haemonchus and Bunostomum. We found No 
significant difference (p<0.05) between the variables of gender, however, there was  
significant association with the variable age. The parasitic load average of nematode 
eggs varied from 103.8 to 121.3 eggs per gram of feces, corresponding to a slight load.  
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Los Camélidos Sudamericanos se representan a través de dos especies silvestres: 
vicuña (Vicugna vicugna) y guanaco (Lama guanicoe) y dos especies domesticadas:  
alpaca (Vicugna pacos) y llama (Lama glama) (FAO, 2005). En el 2011, la población 
estimada de vicuñas en el Perú fue de 276,714 animales, habiéndose incrementado en 
8% respecto al año 2010. Esta población está concentrada en 16 departamentos del 
país; siendo Ayacucho el que posee la mayor cantidad de animales con el 34%; le sigue 
Puno (15.3%); Lima (14.9%), Junín (9.6%), Apurimac (8.4%), Huancavelica (7.4%), Cusco 
(3.6%), Arequipa (3.1%) (INEI, 2014). 
 
En nuestro país, del total de vicuñas reportadas hasta el año 2012, un 69.9% se 
encontraban en estado de silvestría y el 30.1% se hallaba en semicautiverio (MINAGRI 
– DGFFS, 2014). Bajo una gestión autónoma y sostenible, a cargo de diversas 
comunidades y empresas, nuestra especie silvestre se considera como un motor del 
desarrollo y un recurso clave para la sostenibilidad económica de los pueblos alto 
andinos, enfocados en el manejo y conservación; así como, en evitar la caza furtiva y el  
tráfico de fibra o la presentación de alguna enfermedad que atenten contra la 
integridad de la vicuña, es por ello que la organización es un punto clave para el 
sostenimiento de nuestro recurso patrimonial.  
 
Bustinza y Choque (2001) mencionan que la presencia de agentes infecciosos de 
origen parasitario en las zonas altoandinas son los problemas de mayor importancia 
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que alteran el bienestar de los Camelidos Sudamericanos. Debido a la gran variedad de 
parásitos gastrointestinales, hay nematodos que tienen baja especificidad para algunos 
rumiantes como bovinos y ovinos, pero alta especificidad hacia los Camelidos 
Sudamericanos. 
 
Los investigadores Guerrero y Leguía 1987 y Rojas 1990 señalaron que “los 
nemátodes específicos que se encuentran en los Camélidos sudamericanos, según la 
especie podrán encontrarse en la mucosa de la pared del abomaso o también a nivel 
de la mucosa del intestino delgado y/o grueso”. Entre ellos se consideran: 
Camelostrongylus mentulatus, Graphinema aucheniae, Nematodirus lamae, 
Mazamastrongylus (Spiculopteragia) peruvianus, Lamanema chavezi, Trichuris tenuis  e  
incluso Capillaria (Leguía et al., 1995; Suarez et al., 2007).  
 
Guerrero y Alva (1968) mencionan que hay ciertos géneros parasitarios de ovinos y 
bovinos que causan una alta morbilidad en los CSA, entre ellas: Cooperia, 
Trichostrongylus, Ostertagia, Haemonchus y Oesophagostomum  
 
Todas las especies de helmintos específicos han sido reportados en llamas, alpacas, 
vicuñas y guanacos (Alcaíno et al., 1991; Leiva 1997; Muller, 1998; Valenzuela et al., 
1998; Cafrune et al., 1999; 2001; 2006 a, b; Yucra, 2002; Beldoménico et al., 2003; 
Beltrán et al., 2006; 2011; Fierro 2010; Castillo et al., 2012; Contreras, 2012; Mamani, 
2012; Pérez et al., 2014). En el Perú, hay determinadas prevalencias de helmintos 
gastrointestinales en CSA como 80.32% (Chávez, 1995), 63% (Contreras, 2012), 54.2% 
(Farfán, 2014), 68.4% (Pérez et al., 2014) y 90% (Roncal, 2014) en Alpacas; en Vicuñas 
80.83% (Quispe, 2011) y 89.29% (Torres, 2016) y en Guanacos 53.8% (Castillo et al., 
2012); así como, del 90.15 al 100% de la madre hacia la cría en alpacas y llamas 
(Mamani, 2012). 
 
La población de Contumazá a través de la Asociación de Criadores de Vicuñas Pozo 
Kuan Contumazá (ACRIVIC) cuenta con una población de aproximadamente 1200 
vicuñas todas ellas criadas en la parte alta de Contumazá en un área mayor a las mil 
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hectáreas de tierras, hasta la fecha, en la región Cajamarca, solamente en las 
provincias de Cajamarca – Zona de Porcón Alto – y Contumazá se crían vicuñas traídas 
desde Pampas Galeras (Ayacucho), con el objetivo de exportar la fibra de vicuña estos 
animales no han presentado hasta el momento algún antecedente de problema 
parasitario (Ing. Lord Pompeo y la Ing. Zootecnista Blanca Alva, comunicación 
personal). 
 
El objetivo del estudio fue estimar la prevalencia y carga de helmintos 
gastrointestinales en vicuñas en el distrito de Contumazá, provincia de Contumazá – 
Cajamarca, así como determinar su asociación con las variables edad y sexo e 






II. REVISION BIBLIOGRAFICA 
2.1. LA VICUÑA 
La vicuña entre los Camelidos sudamericanos, es la más pequeña, con apariencia 
fina, delicada y sencilla, de cabeza chica, ojos grandes y cuello largo, de patas delgadas 
y largas. Pueden pesar entre 35 y 55 kg, con una altura a los hombros que varía entre 
los 70 y 90 cm. Su pelaje es de color café algo acanelado, en la parte interna de las 
extremidades, la zona del pecho, el bajo vientre y la cola tienen un color blanco. La 
fibra es corta y de todos los animales naturales, incluso entre los Camelidos 
sudamericanos es la más fina (11-14 micras), se le forma una peculiar pechera debido 
a que los pelos de la zona pectoral y abdominal son largos y gruesos (Kofort, 1957). 
 
La vicuña como especie silvestre se adapta perfectamente a los diversos 
ecosistemas altoandinos; no obstante, en nuestro país hace muchos años estuvo a 
punto de extinguirse por la alteración de su hábitat, la falta de protección y sobre todo 
a la caza irracional (Zúñiga, 2009). El lugar donde habita es un ambiente ecológico 
frágil caracterizado por escases de lluvias, bajas temperaturas, alta radiación solar. 
Convive en las altas mesetas de las zonas centro y sur del Perú, al noroeste de 
Argentina, en la parte occidental de Bolivia y al norte de Chile (Conacs, 2005). 
Asimismo, al contar con la mayor población de vicuñas, se llega a comercializar hasta 
3000 kg por año de fibra de vicuña, siendo el mayor productor de fibra y ello genera un 




Hofmann et al (1983) mencionan que hay ciertas características propias de la vicuña 
que le han permitido sobrevivir en la puna, entre ellas: un fino y denso pelaje, e l  color 
mimético, patas con almohadillas callosas, tener actividad diurna, sus glóbulos rojos 
ovoides tienen gran afinidad por el oxígeno, digestión especializada e incisivos de 
crecimiento continuo. 
  
La organización social está compuesta de grupos familiares: un macho adulto        
con 5 a 6 hembras adultas y crías menores del año, tropillas de machos e individuos 
solitarios. Estos grupos, tienen la particularidad de dirigirse al área de pastoreo en 
horas de la mañana y por la tarde regresan a sus dormideros que se ubican en las 
partes altas de sus terrenos (Hofmann et al, 1983; MINAGRI – DGFFS, 2014).  
 
En la alimentación de los Camelidos sudamericanos, estos prefieren los pastos 
naturales, siendo esta la fuente más importante de nutrientes (San Martín, 1991). A 
partir de observaciones directas realizadas en Perú, se obtuvo que las especies 
vegetales del grupo de las gramíneas, son la dieta básica de la vicuña, sobre todo del 

















2.1.1. Clasificación Taxonómica 
 
Cuadro 1  Clasificación taxonómica de la Vicuña (Vicugna vicugna) 
Clase Mamalia     






Genero Vicugna (Lesson, 1842) 
 
Especie Vicugna vicugna (Molina, 1782) 
Sub especie V. v. vicugna (Molina, 1782) 
  V. v. mensalis (Thomas, 1917) 
         Fuente: FAO, 2005.  
 
2.2. HELMINTOS GASTROINTESTINALES  
La helmintiasis gastrointestinal en los Camelidos Sudamericanos se da por la 
asociación frecuente de nematodos y cestodos. La nematodiasis es considerada como 
una enfermedad multietiológica debido a la acción conjunta de varios géneros y 
especies de parásitos, el cual afecta por igual a especies tanto domesticas como 
bovinos, ovinos, caprinos, alpacas y llamas, así como a especies silvestres, entre ellas la 
vicuña (Leguía y Casas, 1999).  
Los CSA son parasitados por varios nemátodes gastrointestinales, algunos 
específicos como el Camelostrongylus mentulatus, Graphinema aucheniae (Guerrero y 
Rojas, 1964), Mazamastrongylus (Spiculopteragia) peruvianus (Guerrero y Chávez, 
1967; redescrito por Hoberg, 1996), Lamanema chavezi (Becklund, 1963), Nematodirus 
lamae (Becklund, 1963), Trichuris tenuis (redescrito por Rickard y Bishop, 1991a) y 
hasta la especie Capillaria (Leguía et al., 1995). Otros nemátodes, en cambio, son 
compartidos con los rumiantes domésticos, como aquellos de los géneros 
Bunostomum, Cooperia, Chabertia, Cooperia, Haemonchus, Trichostrongylus, 
Marshallagia, Skjrabinema, Trichuris, y Strongyloides (Chávez et al., 1967; Kühne, 
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1986; Bishop y Rickard, 1987; Alcaíno et al., 1991; Beldoménico et al., 2003; Cafrune et 
al., 2004).  
Teniendo en cuenta a los Céstodos, la cestodosis o teniasis, es ocasionada por los 
géneros Moniezia expanza, Moniezia benedeni y Thysaniezia giardi. Existen también 
otros hospederos como el ovino, caprino y bovino en los que se ha reportado. A nivel 
de la mucosa del intestino delgado se ubicarán las formas adultas (Leguía y Casas, 
1999; Bustinza, 2001). Los cestodos necesitan de un hospedero intermediario 
(artrópodos coprófagos) donde desarrolla la forma infectiva (cysticercoide) para lograr 

























2.3. CLASIFICACION TAXONOMICA 
La clasificación incluye a cuatro Fila (Nematoda y Platyhelmintes) cuyos miembros 
no están relacionados filogenéticamente (Cuadro 2). 
 Cuadro 2 Taxonomía de helmintos (cestodos y nematodos) en Camélidos 
Sudamericanos 
 
Phylum Platelmintos   
Clase Cestoda 
  Orden Cyclophyllidea 






   
  
  
      Phylum Nematelmintos         
Clase “Secermenta” 
      
Orden Strongylida 
     Superfamilia “Trichostrongyloidea” 
 
   
Familia “Trichostrongylidae” 
 
   
Genero “Ostertagia 
 
    
Trichostrongylus 
    
Haemonchus 
    
Cooperia 
 
    
Graphinema 
    
Spiculopteragia(Mazamastrongylus) 
















  “Ancylostomatidae”   Bunostomum 
Clase “Adenophorea” 
   Orden “Enoplida” 
    Superfamilia “Trichuroidea” 
    Familia “Trichuridae 
  
Trichuris   
  Capillariade   Capillaria”   






2.4. ANATOMIA Y ASPECTOS MORFOLOGICOS  
Las características morfológicas y/o biométricas de cada Fila (Nematoda y 
Plathelminthes) están determinadas por las formas adultas, larvarias y sus huevos 
respectivamente.  
Los huevos de estos géneros Nematodirus sp, Capillaria sp, Lamanema chavezi, 
Trichuris sp y Moniezia sp se reconocen fácilmente por su morfología (Cuadro 3). No 
sucediendo con los huevos tipo Strongylus, para ello se requiere de mediciones o 
coprocultivos donde se obtendrá larvas con características y morfologías individuales  
(Cuadro 4) y (Figura 1). 
 
Cuadro 3 Aspectos morfológicos de los huevos de helmintos en los rumiantes 
 
GENERO PARASITARIO IMAGEN CARACTERISTICAS 
Capillaria spp. 
 
Aspecto es de barril o de l imón, la cubier ta es  
gruesa, tiene tapones polares en ambos 
extremos con menor prominencia que 
Trichuris. mide 50 – 75 x 23 – 26 µm. 
Nematodirus spp. 
 
Se caracteriza por tener la cubierta delgada, de 
gran tamaño, su forma es ovoide, sus extremos 
ligeramente alargados, poseen 8 blastómeros, 




Poseen gran tamaño, blastómeros más 
oscuros, bien pigmentados, de 4-8 
blastómeros, cubierta delgada alargados y 
circulares. Miden 42 x 96 µm. 
Oesophagostomum 
 
Pequeños y redondeados con cubierta doble, 
poseen más de 6 blastómeros que ocupan el 
centro y los bordes del huevo. Miden 75 – 100 
x 45 – 60 µm. 
Haemonchus spp. 
 
Se caracteriza por ser pequeño, tener más de 
16 blastómeros, pero no llegan a ocupar todo 
el parasito, existe un espacio l ibre de 
blastómeros y son de color amarillento. Miden 





Son huevos con una membrana delgada, de 
forma ovalada y 8-16 blastómeros son 
ligeramente asimétricos. 75 – 90 x 35 – 54 µm. 
Cooperia spp. 
 
Son pequeños y redondos contiene varios 
blastómeros que ocupan todo el espacio del 
huevo. 70 – 85 x 30 – 40 µm. 
Trichostrongylus spp. 
 
Se caracterizan por ser alargados, su punta 
termina en forma triangular, mientras que el 




La cubierta es gruesa, su color  es  amar il lo o 
algo marrón, tiene forma de l imón y posee 
“tapones polares incoloros” en los extremos, 
miden 70 – 80 x 32 – 42 µm. 
Lamanema spp. 
 
Es de forma alargada con bordes redondeados, 
su cubierta es delgada, con 32 blastómeros, 
miden 176 x 76 µm. 
Moniezia expansa 
 
De forma triangular, posee capa gruesa, 
presenta en su  interior el “aparato piriforme”,  
su medida es 55 x 60 µm. 
Moniezia benedeni 
 
Tiene aspecto cuadrangular o forma cuboide, 
posee una cubierta gruesa y presenta en su 
interior el aparato piriforme, mide 50 – 60 µm.  








Cuadro 4  Aspectos biométricos y morfológicos de las formas infectivas (L3) de los 
nemátodos gastrointestinales en Vicuñas.  
Nematodo Largo total (µm) 
longitud total 










Bunostomum 514 – 678 133 – 158 85 – 115 16 
Larva pequeña, cola de la L3 es redonda y 
obtusa. Extensión de la cola de la cubierta 
fina y larga. 
Trichostrongylus axei 604 – 762 80 – 110 25 – 40 16 
Larva pequeña, la cola de la L3 es redonda. 
Extensión de la cola de la cubierta es corta, 
cónica y aguda 
Trichostrongylus 
columbriformis 
560 – 784 76 – 105 25 – 38 16 
Larva pequeña, cola de la L3 acaba en una o 
dos abultamientos y la extensión de la cola 
de la cubierta es corta, recta y conica.  
Trichostrongylus 
vitrinus 
622 – 796 70 – 118 21 – 40 16 
Larva pequeña. Posee una fisura en forma de 
“W” en la cola de la L3. La extensión de la 
cola de la cubierta es recta, corta y cónica. 
Ostertagi ostertagi 730 – 920 110 – 164 45 – 75 16 
Larva mediana, la cola de la L3 es obtusa y 
tiene en la parte ventral una pequeña 
incisión. La extensión de la cola posee una 
cubierta puntiaguda y alargada 
Ostertagia 
cincuncincta 
797 – 900 94 – 121 30 -40 16 Larva mediana, su cola de la L3 termina de 
manera obtusa y redondeada.  
Camelostrongylus 
mentulatus 
805 – 910 92 – 130 42 – 55 16 
Larva mediana. La cola de la L3 termina en 
forma roma. La extensión de la cola de la 
cubierta es corta y puntiaguda. 
Graphinema 
aucheniae 
787 – 944 143 – 190 78 – 120 16 
Larva mediana. La cola de la L3 termina de 




865 – 997 138 – 168 82 – 95 16 
Larva mediana, la cola de la L3 termina de 
manera roma. La extensión de la cola de la 
cubierta es larga y puntiaguda, su extremo 
distal posee una desviación. 
Cooperia oncophora 804 – 924 124 – 150 62 – 82 16 
Larva mediana. La cola de la L3 es redonda y 
su extensión de la cola de la cubierta termina 
en forma obtusa y levemente ondulada. 
Cooperia curticei 711 – 850 97 – 122 62 – 82 16 
Larva mediana. La cola de la L3 es redonda, 
la extensión de la cola de la cubierta de 
forma filamentosa y recta. 
Lamanema chavezi 685 – 851 102 – 130 30 – 51 16 
Larva robusta y mediana. La cola de la L3 
tiene terminación roma. La extensión que 
esta sobre la cubierta de la cola es corta y 
termina de forma puntiaguda.  
Haemonchus 
contortus 
650 – 761 119 – 160 65 – 76 16 
Larva mediana. La cola de la L3 es cónica. La 
extensión de la cola de la cubierta, 
bruscamente se retuerce, se adelgaza y 
termina como un filamento. 
Oesophagostomum 771 – 923 193 – 235 125 – 160 16 – 24 
Larva mediana. La cola de la L3 es roma y la 
extensión de la cola de la cubierta su 
terminación es aguda. 
Chabertia ovina 710 – 789 175 – 220 110 – 150 24 – 32 
Larva mediana. La cola de la L3 es obtusa y 
de forma roma. La extensión de la cola de la 
cubierta de forma filamentosa y larga, con la 
parte inferior muy delgada. 
Nematodirus 
spathiger 
992 – 1130 310 – 350 250 – 290 8 Larva Larga. La extensión de la cola de la 
cubierta es delgada y muy larga. 
Nematodirus filicolis 752 – 1018 294 – 410 
 
8 
Larva larga. La extensión de la cola de la 
cubierta de forma filamentosa y muy larga. 
Nematodirus lamae 998 – 1123 310 – 390 178 – 
263 
8 
Larva Larga. La cola de la L3 de forma 
filamentosa y larga. 
Fuente: Leguía y Casas, 1999, Rojas, 2004; Fiel et al., 2011. 
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Figura 1 Larvas infectivas de los rumiantes (Leguía y Casas, 1999) 
 
            A       B       C               D       E      F      G       H           I             J          K 
 
 
Larvas de cola corta: 
A. Trichostrongylus axei  
B. Bunostomum phebotomum 
C. Ostertagia ostertagi  
Larvas de cola mediana: 
D. Camelostrongylus mentulatus       H.     Haemonchus sp./Cooperia sp. 
E. Lamanema chavezi 
F. Mazamastrongylus peruvianus 
G. Graphinema aucheniae  
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Larvas de cola larga: 
H. Chabertia ovina 
I. Oesophagostomum  
J.  Nematodirus 
 
2.5. CICLO BIOLÓGICO 
2.5.1. Nemátodos 
Los ciclos de vida de los nemátodos gastrointestinales que se han estudiado en 
América del Sur son similares a los que se encuentran en ovejas, cabras y bovinos en 
otras partes del mundo. Por consiguiente, se presume que estos nematodos  se 
comportarán de la misma manera independientemente de su ubicación geográfica 
(Ballweber, 2013).  
 
2.5.1.1. Reproducción de Nemátodos   
Los nematodos poseen dimorfismo sexual. Los huevos al ser puestos presentaran 
un estado de desarrollo que puede ser: ovíparos (de una sola célula o estado de 
mórula), ovovivíparos (contienen ya el estado de embrión) y vivíparos (a nivel del útero 
se desarrolla la primera forma larvaria), hay la excepción en Strongyloides donde opera 















Figura 2 Reproducción en Nemátodos 
 
Figura 2a Reproducción en Ovíparos 
 
Figura 2b Reproducción en Ovíparos 
 
Figura 2c Reproducción en Ovovivíparos 
 
Fuente: Adaptado de Rojas, 2004. 
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Entre cada estado larvario ocurre una muda (ecdysis) o cambio de cutícula, en los 
que implica el reemplazo de sus cubiertas cutáneas en cada estadio evolutivo. 
Mediante acción hormonal y de ciertas enzimas cada fase larvaria va a desprenderse 
de la cubierta para proseguir con su estadio evolutivo y podrá estar antecedido o no de 
hipobiosis. El ciclo biológico de los nematodos es directo y por lo tanto el contagio de 
las formas infectivas (L3) será en el campo de pastoreo cuando ocurra la ingestión de 
las pasturas o del forraje (Rojas, 2004). 
2.5.1.2. Ciclo de Vida 
Cuando ocurre la contaminación de los pastos en el momento en que los huevos 
caen con las heces producidos estos por las formas adultas que se encuentran en el 
tracto gastrointestinal del hospedador, se dará origen a la fase externa o exógena del 
ciclo; seguidamente, al ingerir el pasto infestado con las formas larvarias (L3), se 
desarrolla la fase interna o endógena (Leguía, 1991b) (Figura 3). 
A. Fase externa o exógena: 
Los factores medioambientales actúan de manera importante para el desarrollo de 
las formas de vida libre de cada especie parasitaria. Las lluvias juegan un rol muy 
importante e interesante en el desplazamiento de las larvas desde los estercoleros 
hacia las hojas de las pasturas (Quiroz, 2005). 
La salida de huevos en estado blastomerizado con las heces, producidos estos por 
las formas adultas, serán la forma de infección o de contagio en la zona de pastoreo 
(Rojas, 1990).  
Los huevos "Tipo strongylus" comprenden la mayoría de los géneros y dentro de 
ellos se desarrolla el primer estadio larvario (L1), para el siguiente estadio larvario (L2) 
deberá abandonar el huevo previamente y así finalmente mudará para alcanzar la 
forma infectiva (L3). Este estadio, debido a la retención de la cubierta larval del 
segundo estadio (L2), es la que dispone de una mayor capacidad para sobrevivir en el 
ambiente y esto le permite en algunos géneros varios meses de sobrevivencia e incluso 
sobrevivir al invierno (época seca) (Rojas, 2004).  
Los géneros Lamanema y Nematodirus desarrollan las larvas desde su primer 
estadio hasta la forma infectiva (L3) dentro del huevo, la eclosión de estos se dará por 
estímulos térmicos y mecánicos, ocasionando que la larva infectiva se desplace hacia 
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las pasturas para llegar al hospedero, según lo señalado por Guerrero y Alva, 1986. 
Estos géneros tienen una gran capacidad de sobrevivencia ambiental debido a la forma 
de desarrollo dentro del huevo (Rojas, 2004).  
En el caso de los géneros Trichuris y Capillaria, los huevos larvados son las formas 
infectantes, debido a la evolución de las larvas dentro de estos (Rojas, 1990).  
 
B. Fase interna o Endógena 
Inicia con la ingestión del pasto contaminado que contiene larvas infectivas, estas 
según la especie, ingresarán a las glándulas de la mucosa gástrica sino se dirigirán 
hacia la luz del intestino delgado o del intestino grueso y penetraran la mucosa, donde 
van a mudar a L4 para luego salir a la luz intestinal y alcanzar el último estadio o forma 
adulta, seguidamente fecundar y las hembras producirán huevos que serán eliminados 
con las heces (Leguía y Casas 1999; Rojas 2004).  
Una de las excepciones en la vía de ingreso es el género Bunostomum, que lo hace a 
través de la piel (vía cutánea) o mediante la mucosa oral, para acceder al torrente 
sanguíneo y migrar a través del parénquima pulmonar hacia los bronquios y tráquea, 
dirigirse hacia el esófago y luego por deglución llegar al intestino delgado donde 
alcanza el estadio adulto (Rojas, 2004). 
En el caso de Lamanema, ocurre el ciclo enterohepático, se inicia cuando la L3 
irrumpe en la mucosa intestinal, para acceder al torrente portal, migra hacia el 
parénquima hepático en donde muda a L4, luego retornará vía colédoco a la luz del 
intestino delgado, para completar su fase adulta (Guerrero et al., 1973b). 
Los huevos del género Trichuris, al ser ingeridos, en el transito del intestino delgado 
llegan a eclosionar y la L3 irrumpe la mucosa del intestino delgado para mudar a cuarto 
estadio (L4), seguidamente retorna al lumen del intestino delgado para ubicarse luego 











Huevos tipo Strongylus 
 
 























Cuadro 5 “Periodo Pre – patente y tiempo de evolución de los huevos a larva 
infectiva de los principales nemátodos en Camélidos Sudamericanos”  
Género o Especie 
Periodo               
Pre - patente (días) 
Periodo de evolución de huevo a 









 “Nematodirus lamae” 
28 a 30 14 a 28 
“Nematodirus spathiger” 
“Lamanema chavezi” 30 - 32 30 
   Fuente: “Guerrero y Alva, 1986; Leguía, 1991”. 
 
2.5.2. Céstodos 
El ciclo biológico es indirecto por lo que necesita de un hospedador intermediario 
(reproducción asexual) y uno definitivo (reproducción sexual) (Figura 4).  
Las formas adultas de las tenias al adherirse a las paredes del intestino delgado de 
los Camélidos Sudamericanos inician la eliminación de los huevos o de proglótidos 
grávidos que saldrán junto con las heces. Cuando se encuentren en los pastos, los 
proglotidos van a desintegrarse y liberaran los huevos, estos serán consumidos por el 
hospedero intermediario (artrópodos coprófagos) que viven por los estercoleros y 
estos se desplazan al pastizal adyacente (Rojas, 2004). Estos ácaros ingieren los huevos 
que eclosionan en su interior, en el celoma, donde desarrolla la forma larvaria o 
Cysticercoide (forma infectiva). El Camélido Sudamericano al ingerir los pastizales 
contaminados de estos artrópodos, liberan a nivel del estómago la larva, luego se fijará 
mediante su escólex (porción cefálica) a la mucosa intestinal y luego de 6 – 7 semanas 
de la ingestión del HI, alcanzará el estadio adulto (Fernández, 1991; Ramírez y Franco, 
1998; Rojas, 2004; Junquera, 2014).  
El hospedador secundario o intermediario para todos los cestodos encontrados en 




El periodo luego de la ingestión de la forma larvaria hasta la eliminación de los 
huevos es de 40 días, algunos autores sugieren que no son de significancia clínica, 
aunque en un gran número pueden causar intususcepciones que se detectan en la 
necropsia (Duncanson, 2012). 
 
 
Figura 4  Ciclo de vida de Cestodosis en Vicuñas 
 












La presencia de numerosas parasitosis tanto interna como externa que afectan a los 
Camélidos Sudamericanos son reconocidos como un problema sanitario, por ello es 
primordial comprender la interrelación entre los hospederos, el medio ambiente y el 
parásito para entender la epidemiologia de la enfermedad. Las enfermedades 
parasitarias de los Camélidos Sudamericanos tienen una importancia semejante al de 
otros rumiantes domésticos (Leguía, 1991a, b).  
2.6.1.   Nemátodos 
2.6.1.1. Factores del parásito 
Hay determinados factores inherentes al parásito que favorecen la transmisión o la 
infestación por parte de los rumiantes (Bustinza, 2000): 
1. La capacidad prolífica de algunas especies, permiten una mayor infestación del 
ambiente, así como del hospedero por parte de ellas, por ej.: Haemonchus tiene mayor 
capacidad biótica respecto a Trichostrongylus y Ostertagia (Cuadro 6). 
2. Dentro del ciclo de vida, el periodo prepatente permite la presencia de una nueva 
generación, cuanto más corto sea esta, mayor será la cantidad de formas parasitarias 
en el año (Cuadro 5). 
3. La forma de ingreso de los estadios infectivos (L3) hacia el hospedero.  
4. La permanencia y resistencia de los estados larvarios en los pastizales. Sobre la 
duración que estos puedan tener, hay diferencias, las larvas infectivas de Nematodirus  
y Lamanema pueden permanecer hasta por dos años, en cambio los géneros 
Ostertagia y Trichostrongylus pueden sobrevivir al menos por un año. Como también, 
ciertos nematodos, tienen huevos que pueden subsistir por seis meses y muchos años 
más (Smith, 1996). La resistencia de Cooperia y Haemonchus a climas fríos y calurosos 
le permiten mayor permanencia a diferencia de Ostertagia y Trichostrongylus que solo 
toleran los climas frio (Johnstone, 1971; Barriga, 2002). 
 
2.6.1.1.1. Hipobiosis  
Existe un estado o fenómeno o comportamiento de las formas larvarias infectivas, 
que es el estado hipobiótico, arresto larvario o comúnmente llamado hipobiosis, que 
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es un estado metabólico reducido, sin compromiso patológico y que sirve como 
mecanismo de defensa antes las condiciones adversas (Rojas, 2004).  
 Cuando existe un ambiente desfavorable, es decir, cuando las condiciones 
climáticas de precipitación pluvial, temperatura, humedad, etc. Y que estas amenacen 
la supervivencia no solo de las formas larvarias presentes sino de la progenie, es 
cuando los nematodos adoptan este comportamiento hipobiótico hasta que las 
condiciones medioambientales sean las óptimas (Guerrero y Alva, 1986). 
Hay algunos géneros parasitarios que poseen esta inhibición del desarrollo larvario, 
entre ellos: Ostertagia, Cooperia, Haemonchus, Trichostrongylus, Nematodirus y 
Dictyocaulus, fenómeno que se da antes del de la época seca y que desaparece a 
inicios de la época lluviosa (Leguía, 1991; Quiroz, 2005).  
La importancia epidemiológica de la hipobiosis radica en que promueve una 
presencia masiva en el pasto de L3 infectantes en momentos en los que hay gran 
disponibilidad de hospedadores susceptibles, asegurando la supervivencia del parási to 
en situaciones adversas para el mismo y en que, tras la activación masiva de un 
elevado número de larvas quiescentes, desencadena patologías grave s en los 
hospedadores (Urquhart et al., 1996). El hecho de que la hipobiosis sea un fenómeno 
frecuente en distintas especies de nematodos gastrointestinales podría sugerir que sea 
una estrategia de supervivencia efectiva más que un mecanismo defensivo del 
hospedador (Balic et al., 2000b).  
Cuadro 6       Producción diaria de huevos de los principales nematodos 
Género Número de huevos / Día 
Haemonchus sp. 5000 - 15000 
Oesophagostomum 5000 - 10000 
Trichuris sp. 2000 - 3000 
Cooperia sp. 1000 - 3000 
Ostertagia/Trichostrongylus 100 - 200 
Nematodirus lamae 50 - 100 
Lamanema chavezi <10 
          Fuente: “Leguía y Bendezu, 1974; Hansen y Perry, 1994; Cordero del Campillo et al., 1999; 
                 Barriga, 2002”. 
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2.6.1.2. Factores del medio ambiente 
El hablar de medio ambiente en nuestro país, es tener en cuenta la diversidad de 
climas y microclimas que van desde la Costa, árida y cálida, pasando por los valles 
interandinos de tipo frígido, templado y tal vez polar, hasta la calurosa y lluviosa Selva 
(Cuadro 7). La presentación de diversas nematodiasis, es influenciado por factores 
naturales que intervienen de forma directa o indirecta en la supervivencia o 
desaparición de las formas de vida libre o parasitarias. La Cordillera de los Andes 
presenta diversos climas, así también altitudes, lo que, a su vez, la presencia de 
diversos agentes parasitarios. Por lo que, habría que considerar la presencia de la 
altitud para entender las condiciones climáticas de los diversos pisos altitudinales  
(Rojas, 2004) (Figura 5). 
 






















Norte 0 - 1000 Semitropical 24°C 200 mm 
Centro - Sur 0 - 1000 Subtropical 18°C 150 mm 
Andes 
Yunga - Quechua 1000 - 2300 
Lluvioso 
subtropical  
22°C 500 mm 
Quechua - Suni 2300 - 4100 
Templado - 
seco  
12°C 700 mm 
Suni - Puna 4100 – 5500 Frígido  7°C 700 mm 
Janca 5500 - 6780 Gélido   0°C ------ 
Selva 




24°C 2000 mm 




22°C 5000 mm 
Fuente: Clima del Perú, 2018 
Según, Levine (1980) es de suma importancia conocer y considerar las variaciones 
de las condiciones climáticas (precipitación pluvial, temperatura, humedad, tipo de 
suelo, estructura de los suelos, características de los pastizales, etc.), para comprender 
el comportamiento de las larvas o formas de vida libre.  
 
2.6.1.2.1. Humedad 
La humedad ambiental, es un factor importante y su presencia es determinada por 
la época del año. Cuando la humedad relativa oscila entre los 70 y 100% hay la 
capacidad de ciertos géneros para desarrollar en cantidad pequeña, pero de manera 
general, el desarrollo de la forma infectiva (L3) requiere de un 96% de humedad 
relativa (Barriga, 2002). 
 
2.6.1.2.2. Precipitación Pluvial 
La presencia de cantidades mínimas de lluvia, alrededor de los 50 mm, son 
suficientes para que aumente el número de larvas, sobre todo las L3, debido a que 
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disuelven las heces o las excretas y luego favorecen el arrastre, la traslación o la 
migración de estas hacia los pastos (Fiel et al., 2000).  
 
2.6.1.2.3. Temperatura  
Es un factor importante para la presencia, sobrevivencia, desaparición o inhibición 
de las larvas. Los parásitos en su mayoría viven en un rango óptimo de temperatura, si 
esta se ve alterada ya sea con aumento o disminución, algunas simplemente mueren o 
se inhibirán, en todo caso, reiniciaran su desarrollo evolutivo cuando las condiciones 
de temperatura sean las adecuadas (Barriga, 2002). 
Teniendo en cuenta la precipitación pluvial mínima y la temperatura promedio, 
favorecerá la presencia de los diversos géneros parasitarios. Los primeros tres grupos, 
requieren de al menos 50 mm de precipitación pluvial para desarrollo y sobrevivencia, 
las temperaturas variaran según cada grupo:  
1. Los géneros Bunostomum, Oesophagostomum y Haemonchus requieren un rango de 
temperatura de 15° a 37°C (Chávez y Guerrero, 1965 y 1967). 
2. Los géneros de Ostertagia sp., Cooperia sp., Mazamastrongylus peruviana y 
Graphinema aucheniae tienen un rango óptimo de temperatura promedio mensual 
es de 6° a 20°C (Chávez y Guerrero, 1967; Rojas, 2004). 
3.  El Trichostrongylus axei se desarrolla y sobrevive en un rango de temperatura de 6 a 
37ºC.  
4. Debido al desarrollo que se da dentro de los huevos en las especies Nematodirus y 
Lamanema, estos poseen una alta resistencia a las condiciones climáticas adversas, 
tanto en sequedad y con temperaturas menores a los 6°C. 
 
Las condiciones favorables que permiten un óptimo desarrollo, supervivencia y la 
propagación de las formas infectivas (L3) en las épocas de lluvias, nos permite observar 
sobre todo por los huevos tipo Strongylus un alto grado de infección y contaminación 
de las pasturas. A diferencia de los géneros Lamanema y Nematodirus, bajo 
condiciones de sequedad y lluvias, tienden a persistir las infecciones debido al 
desarrollo de las formas larvarias dentro de los huevos, lo que les permite un alto 
grado de sobrevivencia (Leguía, 1991).  
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2.6.1.3. Factores del hospedero 
2.6.1.3.1. Edad 
Cuando los Camelidos Sudamericanos tienen una edad menor a los dos años, 
resultan susceptibles a la infestación por parásitos. Debido a su baja respuesta inmune, 
resultan propensos de presentar cuadros clínicos, incluso aumentar la infestación de 
los pastizales o desarrollar tolerancia inmunológica (Leguía y Casas, 1999). Si resulta un 
animal adulto, presentarían una menor carga parasitaria y estas formas serias a su vez 
más pequeñas y menos fecundas respecto a los animales más jóvenes (Dunn, 1983). 
 
2.6.1.3.2. Destete 
Coincidentemente el destete ocurre en la época de sequía, momento en que los 
pastos son deficientes en calidad y cantidad, lo que da origen a un estrés nutricional; 
además, favorece el aumento de la carga parasitaria, por la disminución de la 
resistencia de las crías y favorecería la presentación de cuadros clínicos severos 
(Leguía, 1991; Leguía y Casas, 1999). 
 
2.6.1.3.3. Inmunidad 
El sistema inmunitario combate con éxito a un helminto invasor, cuando utiliza 
células que destruyen la cutícula intacta o al atacarlo en puntos débiles de su 
superficie, como el aparato digestivo (Tizard, 2009).  
Mediante estas acciones intenta acortar la vida de las formas adultas o larvas 
dentro del hospedero y evitar las reinfecciones. Debido al tamaño de los nematodos, 
sean larvas o adultos, se complica el accionar directo de las células fagocitarias o de los 
distintos anticuerpos, por lo tanto, la destrucción de estos se da a través de las 
secreciones que los recubren. 
Por ello, los mecanismos de la inmunidad contra los helmintos son muy diferentes 
de los que actúan contra otros patógenos (Tizard, 2009).  
La rapidez y la fuerza de la respuesta inmune al parecer dependerá del número de 
helmintos presentes en el hospedero. Se puede observar que esta respuesta inmune 
actúa rápidamente ante el género Nematodirus, se torna lenta ante los géneros 
Ostertagia y en el caso de Haemonchus sp. y Trichostrongylus no se producirá hasta 
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que el hospedero haya alcanzado la pubertad. En las infestaciones primarias debida a 
Haemonchus no suele dejar una respuesta de memoria inmunológica, en cambio con 
los géneros Nematodirus y Ostertagia ante las reinfestaciones llegan a provocar una 
respuesta secundaria típica (Neutra et al., 1996; Quiroz, 2005).  
 
2.6.1.3.4. Nutrición 
 La disponibilidad, tanto de la calidad y cantidad de pasturas afectara 
directamente al animal, si mayor son los tenores de proteínas, grasas, carbohidratos, 
vitaminas y minerales, mayor será la resistencia antes las infecciones parasitarias; así 
también afecta el crecimiento y desarrollo del hospedero (Dunn, 1983). En cambio, si 
la calidad es baja o pobre, la actividad parasitaria se incrementará y afectará de 
manera considerable la respuesta inmune, la digestión, la absorción de proteínas, 
entre otras de forma negativa (Guerrero y Leguía, 1987). 
 
2.6.1.3.5. Sexo y reflejo inmunoperiparto 
 Según el sexo, el nivel de hormonas, considera que las hembras tienen menor 
cantidad de parásitos que los machos (Dunn, 1983). Pero cuando se da la gestación, las 
hembras son muy susceptibles a las infecciones parasitarias, así como durante el 
empadre, el parto y la lactación, llevan a un estrés fisiológico en los Camelidos 
sudamericanos lo que origina una baja o perdida de la inmunidad de manera temporal 
dos semanas antes del parto y cuatro semanas después de estas, también llamado 
“Relajamiento inmunoperiparto” (RIPP) y se aprecia el incremento de la postura de los 
huevos por las hembras, las larvas hipobióticas completan su desarrollo y la carga 
parasitaria va en aumento (Rojas, 1990). Ocasionando una mayor susceptibilidad a las 
reinfestaciones, debido a que las pasturas o áreas de pastoreo se contaminan 
enormemente, según Gorman en 1989. En las helmintiasis, la presencia del RIPP 
resulta un factor principal en la presentación de estas, se encuentra relacionado a los 
cambios endocrinos debido a un grupo de hormonas, entre ellas: la prolactina porque 
inicia y mantiene la lactación, la progesterona, el 17 beta estradiol y corticosteroide 





Los Camelidos Sudamericanos son animales que escogen de forma cuidadosa su 
alimento, a diferencia de otros rumiantes como los bovinos u ovinos, que no son 
selectivos y se alimentan o defecan en cualquier área donde pastorean, ocasionando 
un mayor grado de contaminación ambiental. Los CSA prefieren los pastos nativos o 
naturales de tipo bofedal, pero estos ofrecen condiciones adecuadas para el desarrollo 
de los huevos o formas larvarias propiciando así una infestación durante la 
alimentación. Por otro lado, tienen lugares llamados estercoleros o defecadores que 
mantienen un microclima para los huevos y supervivencia, pero limitando la 
contaminación de las áreas de pasturas. Estas costumbres, hace que la contaminación 
ambiental o infestación de estos animales sea relativamente menor, salvo que exista 
una alta concentración de Camelidos o exista algún tipo de crianza mixta, es decir con 
otra especie lo que favorecerían las altas infestaciones (Bustinza, 2000).  
2.6.2. Cestodos 
2.6.2.1. Factores del parásito 
El alto potencial de prolificidad de los cestodos, sobretodo en rumiantes, es lo que 
provoca la gran contaminación de las pasturas. Determinada, no solo por la gran 
población, sino por el tiempo de sobrevivencia de los artrópodos u hospederos 
intermediarios (HI) y la supervivencia de la forma infectiva o cisticercoide al interior de 
ellos (Leguía, 1991). Estos HI a pesar de tener poca capacidad de desplazamiento, 
tienen la capacidad infectante de las pasturas durante 10 a 12 meses (Quiroz, 2005). 
 
2.6.2.2. Factores del medio ambiente 
El clima no solo afecta a los céstodos, sino también a los ácaros oribátidos, porque 
favorece la presencia de suelos con buena humedad y abundante vegetación, asi como 
la disponibilidad de humus para la supervivencia de estos (Quiroz, 2005).  
Los ambientes calurosos, afecta de manera positiva tanto al cestodo como al 
hospedero intermediario (Rojas, 1990). Los factores bioclimáticos afectan el 
comportamiento de los hospederos intermediarios, ya que estos se encuentran a una 
determinada profundidad en los suelos, por lo que se manifiestan en horas muy 
tempranas y al atardecer, pero también tienen un desplazamiento de manera 
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horizontal. Estas variaciones, va a permitir distintos planes estratégicos de control de 
las cestodosis (Cordero del Campillo et al., 1999).  
 
2.6.2.3. Factores del hospedero 
La infección por cestodos es más común en animales menores al año de edad, sobre 
todo entre los primeros 4 meses de edad y luego del destete. Seguidamente, su 
capacidad de respuesta inmune será mejor, lo que limitará a una carga de 1 a 2 tenias 
quizás por animal, por lo que seguirá siendo una fuente constante de infección o 
contaminación medioambiental (Fernández, 1991). 
Las especies de Moniezia afectan fundamentalmente a los animales tiernos, que en 
el caso de los ovinos peruanos hay coincidencia con el verano. En los meses 
posteriores la carga parasitaria desciende y prácticamente no reaparecen en animales 
de mayor edad, evidenciando el estado de resistencia etaria (Rojas, 2004). 
 
2.7. PREVALENCIA Y ESTUDIOS EN VICUÑAS 
En el caso de las vicuñas, como en otras especies, hay ocasiones donde existe un 
equilibrio dinámico entre el hospedero y el parasito. Pueden ocurrir manifestaciones 
subclínicas de las parasitosis gastrointestinales, no hay manifestación o visualización 
de la enfermedad, pero si cierto grado de debilidad del animal, lo que podría originar 
que otros agentes infecciosos puedan afectar al organismo. Los estudios recientes 
sobre Helmintiasis en vicuñas, reportan prevalencias de 80.83% en el anexo Mamuta, 
Provincia y Distrito de Tarata, Tacna, a unos 4380 msnm; siendo Trichuris sp. con 
81.44% y Capillaria sp. con 11.34% los géneros con mayor y menor prevalencia, 
respectivamente (Quispe, 2011). Así como, 89.29% la prevalencia de helmintiasis en 
estercoleros en la Reserva Nacional “Pampa Galeras Barbara D´Achille” (Torres, 2016). 
 
2.8. FISIOPATOLOGIA Y SIGNOS CLINICOS 
2.8.1.Nemátodos 
Los nemátodos gastrointestinales son de gran importancia en los sistemas de 
producción de los Camélidos sudamericanos, así como en otras especies, debido a los 
daños o efectos negativos en la calidad de la fibra, sobre la ganancia de peso, 
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disminución de los parámetros reproductivos o en los programas de selección genética 
(García et al., 2005). 
Los daños ocasionados por la penetración, migración o hábitos alimenticios de los 
agentes patógenos se ven reflejados en las alteraciones fisiopatológicas ocurridas en el 
hospedero (Guerrero y Alva, 1986; Cordero del Campillo et al., 1999).  
2.8.1.1. Anemia 
Esta es debida a la disminución de los componentes hemáticos, de forma 
cuantitativa y cualitativa, sobretodo en infecciones por los géneros Haemonchus y 
Bunostomum, al inicio un cuadro agudo causaría anemia de tipo normocítica y 
normocrómica, pero en cuadros crónicos, donde las fuentes de hierro se ven 
deficientes, la anemia tiene una presentación microcítica e hipocrómica (Allonby y 
Dargie, 1973).  
 
2.8.1.2. Alteración de la digestión 
Las alteraciones funcionales y estructurales de la mucosa gástrica, debido a la 
acción de los parásitos del abomaso, sobretodo Camelostrongylus, Graphinema, 
Mazamastrongylus y Ostertagia, comprenderá caída de la síntesis y secreción de Ácido 
clorhídrico, disminución de la síntesis de Pepsina, aumento del número de bacterias 
anaeróbicas,  Pepsinógeno y gastrina estarán por encima de sus niveles en plasma, con 
hipertrofia de la mucosa abomasal y a nivel de la base fúndica, disminución de las 
células parietales (Anderson et al., 1981). 
En Ostertagiosis se aprecia hipertrofia del abomaso, debido al aumento de gastrina 
y ello estimularía el crecimiento fúndico (Holmes y Coop, 1994).  
Otros signos importantes, se darán procesos diarreicos por aumento de 
enterobacterias gram negativas, disminución de la digestión, así como de la absorción 
intestinal que originará la escasez de importantes nutrientes en el organismo en la 
producción (Rojas, 1990).  
Como consecuencia de lo anterior, también se presentará:  
1. Reducción del área de absorción de nutrientes por el daño sobre las vellosidades y 
microvellosidades intestinales. Con presencia de un exudado en la mucosa 
intestinal, limitando la absorción normal. 
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2. Hiperplasia de los enterocitos con pérdida de proteínas plasmáticas hacia la luz 
intestinal. 
3. Disminución del potasio y cloro, con aumento del sodio. 
4. Aumento de la población de enterobacterias a nivel del duodeno. 
5. Hipermotilidad intestinal. 
6. Afecta el crecimiento óseo, debido a la mala absorción del calcio y fosforo. 
Produciendo osteomalacia y osteoporosis. 
 
2.8.1.3. Apetito disminuido (Hiporexia) 
La pérdida del apetito o disminución del consumo de los alimentos es una 
característica común en las infecciones parasitarias (Symons, 1989). El nivel de la 
pérdida de apetito es muy variable y está relacionada a las especies de helmintos 
involucrados, con el grado de infección, la frecuencia y prolongación de la infestación, 
con la respuesta inmune de los huéspedes, así como de la composición de la dieta 
(Holmes y Coop, 1994).  
 
2.8.1.4. Alteración del metabolismo proteico: 
En asociación con la disminución del consumo o pérdida del apetito, es uno de los 
factores más importantes en la performance de los hospederos debido a la parasitosis 
gastrointestinal. La disminución de los niveles de plasma sanguíneo, los glóbulos rojos, 
la perdida de células epiteliales y presencia de mucus, representan la hipoproteinemia. 
De cierta manera, la compensación de esta pérdida proteínica se da en los segmentos 
más distantes del tubo digestivo, a nivel intestinal (Suarez et al., 2007).  
En el caso de la ostertagiasis, el aumento de la secreción de mucus por el aumento 
del número de células globosas en el lugar de la infección, hace que sea una fuente de 
proteína no estimable, aunque también puede darse en infecciones por 
trichostrongylosis intestinales (Holmes 1985). 
 
2.8.1.5. Alteración del metabolismo energético: 
La reducción del consumo de alimento en casos de animales parasitados evidencia 
un aporte deficiente de energía, con reducción en la digestibilidad de los pastos y que 
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de manera temporal promueve la movilización del tejido adiposo como reserva 
energética en un inicio. En procesos crónicos, los requerimientos energéticos se ven 
aumentados, aportando solo los nutrientes para el mantenimiento de los tejidos 
responsables de la producción de proteínas (hígado, médula ósea, etc.), provocando 
un aporte deficiente a tejidos como los músculos, la piel, las glándulas mamarias, que 
son parte del proceso productivo (Aguirre y Cafrune, 2007). 
 
2.8.1.6. Alteración del metabolismo mineral: 
En procesos endoparasitarios puede darse importantes variaciones del 
metabolismo mineral, con efecto negativo en la absorción de calcio y fosforo, la 
perdida de calcio y fosforo endógeno, la disminución del fosforo en plasma y la 
alteración de la conformación ósea (Sykes y Coop, 1979; Bown et al., 1984).  
La hipocalcemia es afectada por la pérdida proteica (hipoalbuminemia) debido a 
que el calcio plasmático (40%) se transporta de manera conjunta con la albumina. La 
disminución en la concentración de proteínas alterará la capacidad de absorción 
intestinal, así como la absorción del fosforo se verá alterado (Wilson y Field, 1983). 
 
2.8.2. Cestodos 
La infección causada por cestodos es en forma general de curso subclínico (Rojas, 
1990). El cuadro clínico es más evidente en animales jóvenes con diarrea intestinal 
crónica, anemia, palidez de mucosas y piel, retraso en el crecimiento, caquexia 
progresiva, perdida y opacidad de la fibra; no obstante, en los adultos pasan 
desapercibidas estas manifestaciones (Cordero del Campillo et al., 1999).  
Cuando la carga parasitaria es alta, los animales llegan a presentar cólicos y diarrea 
alternada con estreñimiento. Las anemias, causadas por la afinidad de los cestodos a la 
vitamina B12 (Cianocobalamina). Aunque de forma rara se presenta una acción 
piógena, por la obstrucción intestinal y de conductos biliares debido a la acción 






2.9. PATOLOGIA  
2.9.1.Nematodos 
En las parasitosis gastrointestinales se presentan signos clínicos como pérdida de 
peso, falta de apetito, condición corporal pobre y de manera frecuente diarrea. 
A nivel del abomaso, las formas larvarias de Ostertagia sp., Camelostrongylus 
mentulatus, Graphinema aucheniae, Mazamastrongylus peruvianus y en menor grado 
Trichostrongylus axei, sobre todo cuando la L4 emerge y ocasiona las alteraciones 
estructurales como inflamación, erosión, congestión o pérdida del epitelio glandular 
abomasal, sumado a ello los cambios como hiperplasia epitelial o el reemplazo del 
epitelio celular normal por uno indiferenciado, con la consiguiente elevación del Ph, 
aumento de la permeabilidad capilar, aumento del pepsinógeno sérico, hipersecreción 
de mucus, etc. En el caso del género Haemonchus, se observa áreas de petequias 
además de lo mencionado, debido a los hábitos hematófagos sobretodo de esta 
especie (Threlkeld y Johnson, 1948; Ross et al., 1970; Coop et al., 1988; Soulsby, 1993).  
Las especies intestinales, el mayor daño ocasionado se por las formas adultas con 
acción exfoliatriz e irritación e inflamación del tercio anterior de la mucosa intestinal, 
donde residen mayormente. Es el caso de Cooperia, Trichostrongylus y Nematodirus, 
se aprecia una enteritis mucosa, catarral o hasta sanguinolenta, hasta engrosamiento 
de la mucosa con presencia de exudado mucoso. De acuerdo a la especie y el grado de 
infestación los cambios estructurales y fisiológicos variaran (Dunn, 1983; Leguía y 
Casas, 1999). 
Las ulceraciones de la mucosa intestinal, con o sin mucosidad o nodulaciones, se 
presenta para los géneros Bunostomum, Chabertia spp, Trichuris y Oesophagostomum, 
debido a que se adhieren fuertemente a la pared del intestino delgado o grueso. En e l  
caso de Lamanema chavezi, por el ciclo enterohepático, se puede apreciar áreas 








2.9.2. Cestodos  
La adherencia de estos cestodos a la pared intestinal, provocan un efecto irritativo e 
inflamatorio. Las manifestaciones entéricas en la cestodosis, puede deberse a la acción 
y presencia de las sustancias de desecho del parasito o por la destrucción del proglotis  
(Bowman, 2004). 
Pues estas van desde una simple enfermedad inflamatoria intestinal hasta una 
fuerte enterocolitis, tumefacción local o generalizada, acompañada de exudado en la 
mucosa, que en algunas ocasiones puede ser hemorrágico (Cordero del Campillo et al. ,  
1999), ya en formas avanzadas o crónicas, la mucosa intestinal se aprecia muy 
congestionada, con edema y exudado muy discreto, debido a las infecciones masivas 




2.10.1.1. Diagnóstico Clínico  
Se realiza la observación de síntomas y signos clínicos, de manera complementaria 
con el análisis epidemiológico. Hay que tener en cuenta la revisión general del rebaño, 
la condición nutricional de cada animal, la condición de la fibra, presencia de cuadros 
diarreicos, pérdida del apetito, aspecto de la piel, etc. (Leguía, 1991). Por lo que debe 
complementarse con otras pruebas de diagnóstico.  
 
2.10.1.2. Exámenes coproparasitológicos 
Se determina a través de las heces provenientes directamente del recto del animal ,  
determinándose mediante: técnicas cualitativas (Método de Flotación) que registra la 
presencia o no de huevos de parásitos y técnicas cuantitativas (Método de McMaster) 
para la identificación de los huevos; así como, para determinar la cantidad o carga 
parasitaria de estos géneros. La presencia de huevos de los géneros Nematodirus sp., 
Lamanema Chavezi resultan rápidamente reconocibles, sin embargo, la presencia de 
los huevos “tipo Strongylus” amerita un coprocultivo, recuperación e identificación de 
las larvas del tercer estadio (L3) (Rojas, 2004; Fiel et al., 2011). En los Camelidos 
Sudamericanos u otros rumiantes, para tener una noción del grado de infección 
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parasitaria, recomiendan evaluar muestras de heces equivalentes al 10% del rebaño, 
de estas un 5% debe corresponder a los animales en buenas condiciones y otro 5% a 
los animales de pobres condiciones (Guerrero y Alva, 1986). 
 
2.10.1.3. Diagnóstico Post-mortem  
Dado que el conteo de huevos no es un indicador fiable de la carga parasitaria real 
en el hospedero. Existe la técnica de necropsia, la cual se puede realizar a los animales 
recientemente muertos y en conjunto con los procesos de laboratorio, nos brindara 
información precisa y detallada del diagnóstico, así como de las especies parasitarias.  
Según Rojas (1990) considera el examen post morten como una buena alternativa 
para evaluar el estado parasítico del rebaño. Para ello, se debe sacrificar entre 2 o 3 
animales para posteriormente hacer una evaluación del estado de las carnes y lesiones 
morfológicas asociadas a la parasitosis, en conjunto con el examen del tracto 
gastrointestinal. Al separar el tracto digestivo del animal, se lava la mucosa y se 
obtiene del contenido y del raspado de la mucosa digestiva una cantidad de muestras 
representativas, posteriormente se realiza el conteo de los parásitos presentes, en 
caso de remitir muestras, se sugiere enviarlas en alcohol (70%) o en formol (5%) 
(Guerrero y Alva, 1986; Cordero del Campillo et al., 1999). 
  
2.10.1.4. Determinación de larvas infectivas en pasturas 
Este método nos permitirá determinar el grado de infectividad o contaminación 
sobre los pastizales con las formas infectivas (L3), brindando una indicación de la 
infección a la que se hallan expuestos los animales (Fiel et al., 2011). Para este estudio, 
debe conocerse el detalle morfológico de las L3 de casi todos los nematodos 
gastroentéricos (Cuadro 3). Con ayuda de un cuadrado de aproximadamente 1.50m2, 
al ras del suelo se realiza el corte del pasto de manera aleatoria, estas muestras 
pueden ser colectadas antes y/o después del pastoreo, se colocan en un saco y 
seguidamente se lleva al laboratorio donde se realizará los medios para la colección de 
las larvas colocándolas en condiciones ambientales optimas (Hansen y Perry, 1994; 




2.10.2.  Cestodos 
2.10.2.1. Diagnóstico clínico  
La observación de las heces con presencia de segmentos color blanquecino o 
proglotidos es una forma clínica. De ser infecciones masivas, algunos signos clínicos 
como diarreas y cólicos abdominales (Leguía, 1991; Soulsby, 1993; Bustinza, 2001). 
 
2.10.2.2. Exámenes coproparasitológicos  
Al igual que en nematodos, se realizará la técnica cualitativa o de Flotación para la 
observación de huevos, considerando su tamaño, forma, y sobre todo la presencia del 
aparato piriforme, en forma de pera (Cordero del Campillo et al., 1999). En estos casos, 
el contaje del número de huevos no se realiza, porque estos no guardan relación 
alguna con el número de cestodos presentes dentro del hospedero (Ueno y Goncalves, 
1998). 
 
2.10.2.3. Diagnostico post-mortem 
A la necropsia, se aprecian los cestodos en forma de cintas blanquecinas a nivel del 
intestino delgado, lo que facilita el conteo, así como del volumen en cm3 de estos 
especímenes (Quiroz, 2005) 
 
2.11. TRATAMIENTO 
 Los agentes antihelmínticos desempeñan un papel importante en el tratamiento, 
control y prevención de la parasitosis gastrointestinal, pero no siempre puede lograrse  
únicamente con estos fármacos. Tener en cuenta que el antiparasitario debe actuar 
contra los estadios adultos e inmaduros (incluso larvas hipobióticas), debe estar 
disponibles en diferentes presentaciones, deben ser económico y compatible con otros 
compuestos usados de forma común para evitar alguna reacción adversa (Kahn, 2007). 
  
2.11.1. Nemátodos 
Los fármacos o antiparasitarios mayormente utilizados, son los de amplio espectro, 
cuya composición química pueden ser los benzimidazoles, las lactonas macrocíclicas y 
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el levamisol (Fernández, 1991) actúan de manera efectiva contra nematodos y 
ectoparásitos (Fowler, 1998).  
Es debido a su amplio espectro, eficacia elevada contra todas las fases parasitarias y 
su actividad persistente que las lactonas macrocíclicas dominan ahora en el control, 
prevención y tratamiento de los nematodos (Kahn, 2007). No basta que un fármaco 
sea eficaz o altamente seguro para obtener una respuesta clínica favorable al ser 
utilizado de manera correcta y sensata, sino que evite con el tiempo la presentación de 
helmintos resistentes a estos grupos de antiparasitarios (Cuadro 8).  
 
A. Imidazoles 
A.1. Los benzoimidazoles  
Los benzimidazoles tienen un variado grupo de antihelmínticos, de estos, los 
comúnmente utilizados pertenecen a los benzimidazoles carbamatos: albendazol, 
fenbendazol, oxfendazol, Thiabendazol y mebendazol  (Cordero del Campillo et al., 
1999). Siendo los más eficaces del grupo, ya que presentan una semivida más 
prolongada en el organismo porque no se metabolizan rápidamente a productos 
inactivos (Kahn, 2007). El albendazol es altamente efectivo contra nematodos 
gastrointestinales, además contra Fasciola y Moniezia. El oxfendazol reduce en un 99 – 
100% la infestación de la etapa adulta por Ostertagia, Trichostrongylus axei, C. 
oncophora, N. lamae y Lamanema chavezi (Alva et al., 1980). Además, actúa contra 
tenias y Fasciola. El fenbendazol no solo altera la eclosión de la larva, en el caso de 
Nematodirus y Trichuris reduce la excreción fecal de huevos en 95% hasta una semana 
posterior de haberse administrado (Beier et al., 2000).  
 
A.2. Levamisol  
Deriva de los Imidazotiazoles, isómero levógiro del tetramisol, es de amplio 
espectro y tiene acción eficaz contra la mayoría de nematodos, sobre todo contra las 
formas adultas. No tiene acción contra los cestodos o trematodos (Sumano y Ocampo, 
2006).  
No obstante, es efectivo en un 42% contra las larvas de Ostertagia y baja acción 
contra las larvas tisulares de Oesophagostomum. En el caso de las formas adultas de 
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Lamanema chavezi y Cooperia demostró ser eficaz en un 99 – 100% y contra 
Nematodirus lamae y Graphinema aucheniae resulta ser efectivo en porcentaje mayor 
al 90% (Vargas et al, 1972; Jarvinen, 2004).  
 
B. Lactonas macrocíclicas 
Poseen una eficacia muy elevada (>98%) contra todas las fases parasitarias, 
incluyendo las formas inactivas o hipobióticas de los nematodos, en dosis bajas suelen 
tener un espectro antiparasitario potente y amplio. Además, una sola dosis terapéutica 
puede persistir en concentraciones suficientes como para ser eficaz contra infecciones 




Es una avermectina natural. Un antiparasitario cuya acción es de amplio espectro, 
muy efectivo contra nematodos y ectoparásitos, pero no actúa contra los trematodos 
o cestodos (Sumano, 2006). Condemayta et al. (2004) demostró que la Ivermectina fue 
eficaz en un 100% contra diversos géneros, entre ellos, Capillaria sp., Lamanema 
chavezi, Nematodirus sp. y Trichostrongyloideos; así también, tuvo efecto post 
administración de hasta 45 días. Además, no presenta efectos secundarios si se 
administra hasta 10 veces la dosis normal en Camelidos Sudamericanos (Guerrero y 
Alva, 1993).  
Según Jarvinen (2004), hace mención que la ivermectina administrada por vía 
subcutánea es efectiva contra los parásitos que viven fuera del tracto gastrointestinal, 
en cambio la dosificación oral, es efectiva contra los nematodos gastrointestinales.  
 
B.2. Moxidectina 
Siendo un fármaco muy usado en situaciones donde se presentan parásitos 
resistentes a la Ivermectina (Sumano y Ocampo, 2006; Kahn M, 2007).  Por un periodo 
de 15 a 30 días en total, se ve reducida la excreción fecal gastrointest inal de 





Cuadro 8 Nematocidas de uso veterinario para Camélidos Sudamericanos 







Albendazol 10 Oral única 
Febendazol 5 - 10  Oral 1 - 3 días 
Oxibendazol 15  Oral única 
Oxfendazol 5 - 7.5 Oral única 
Thiabendazol 80 Oral única 
Imidazotiazoles Levamisol 5 - 8  Oral/SC única 
Lactonas 
Macrocíclicas 
Doramectina 0.2 SC única 
Ivermectina 0.2 - 0.4 Oral/SC única 
Moxidectina 0.2 SC única 
Fuente: Vargas et al., 1972; Guerrero et al., 1974; Cheney y Allen 1989; Alva y Franco, 1992; Beier et 
al, 2000; Rojas M, 2004; Sumano y Ocampo, 2006; Kahn, 2007. 
 
2.11.2. Cestodos 
  Hay que tener en consideración que los cestodes pueden desarrollar dos fases 
(forma larvaria o quística y adulta) por lo que se debe considerar las dosis y la fase del 
cestodo para la administración del antihelmíntico (Cuadro 9). En el caso de las crías, 
dosificarles entre los 3 a 4 meses de edad y posteriormente una segunda dosis 3 o 4 
semanas después del destete, ayuda en el control de la cestodosis, usando fármacos 
específicos para los cestodos como aquellos de amplio espectro (nematodos, cestodos 











Cuadro 9 Cestocidas de uso veterinario en Camélidos Sudamericanos 
 
Composición  




Albendazol 10/501 Oral 
Febendazol 10 – 15 Oral 
Oxfendazol 5 Oral 
Praziquantel 2.5 – 10/25 – 501 Oral 
Resorantel 70 Oral 
Niclosamida 50 Oral 
Fuente: Cheney y Allen, 1989; Fowler, 1998; Leguía, 1999; Rojas, 2004; Sumano y Ocampo, 2006 
1 Rojas (2004) considera estas dosis para las formas larvarias o Cisticercoide 
 
2.12. CONTROL Y PREVENCIÓN DE HELMINTOS 
Un adecuado manejo del rebaño, las pasturas, así como el uso racional y apropiado 
de los antihelmínticos favorecen el control de las helmintiasis (Fernández, 1991).  
Además, hay que tener en cuenta otros aspectos (Rojas, 2004): 
1. El conocimiento especial del clima en cuanto a precipitación pluvial y temperatura. 
2. La calidad de la pastura, así como del régimen de pastoreo. 
3. Factores que afecten la carga parasitaria: época del año, edad, destete, etc. 
4. Virtudes del antihelmíntico: Espectro antiparasitario, vía de administración, efecto 
residual, presentación del antiparasitario, ausencia de resistencia, etc. 
 
2.12.1. Dosificación 
El siguiente esquema de dosificación tiene como base la epidemiologia de las 









Animales menores de 12 meses 
1° En mayo-junio: cuando las crías alcanzan aprox. los 4 meses de edad. Siendo estas, 
animales con altas probabilidades de infección. 
2° En agosto-setiembre: después que fueron destetados (aprox. 2 semanas después) 
de esa manera elimina aquellas infecciones parasitarias durante la época seca, 
sobre todo por Lamanema y Nematodirus, así como, enfrentar a la emergente 
población hipobiótica.  
3° En diciembre-enero: controlar aquellos parásitos que emergen de forma propicia 
por las condiciones ambientales óptimas. 
 
Animales de un año o más de edad 
1° A fines de abril: por la carencia de las pasturas que se dará. 
2° A finales de septiembre o mitad de octubre: debido a la presente carencia de 
pasturas y enfrentar las formas hipobióticas que evolucionaran.  
3° A fines de enero: para evitar la infestación del campo de parición, que tendrá las 
condiciones climáticas propicias.  
 
En camélidos Sudamericanos, las desparasitaciones en la época de sequía adquieren 
gran importancia, dada la carencia de pasturas y la correspondiente pérdida de peso 
vivo de las madres que inician en mayo y se extiende hasta setiembre. Además, la 
curva de crecimiento acelerado que presenta el feto a inicios de Julio (Rojas, 2004).  
De usar un solo antihelmíntico, no sería recomendable que sea por tre s años 
seguidos y de notar alguna resistencia antihelmíntica, cambiar inmediatamente de 
producto (Ramírez y Franco, 1998). 
 
2.12.2. Manejo del ambiente 
En tanto se mantenga un buen control de las parasitosis, el manejo ambiental será 






Leguía (1991) sugiere estas pautas: 
1. Reducir y controlar el pastoreo excesivo, así como mantener una carga animal 
adecuada, por la presencia de las formas infectivas en las pasturas. 
2. La rotación de pastos atenúa o elimina la ingestión de las formas infectivas. Es 
recomendable hacer la rotación luego de los tratamientos a campos que hayan 
estado en descanso al menos por dos meses (Bustinza, 2000). 
3. En los pastizales descansados, según la edad, deberían ingresar primero los menores 
de un año, posteriormente los adultos, ya que estos ofrecen mayor resistencia 
inmunitaria (Bustinza, 2001, Barriga, 2002). Al realizar crianzas mixtas entre 
Camelidos sudamericanos con otras especies, ovinos de manera particular, 
favorecería la presentación de la helmintiasis, causada por especies de nematodos 
comunes para ambas especies de animales (Ramírez y Franco, 1998), 
adicionalmente que se comen de los pastizales las partes bajas, ocasionando 
competencia por el alimento (Fernández, 1991). 
4.  0torgar una buena alimentación, con el mejoramiento de los pastos. 
5.  En caso de pastizales húmedos, evitar el pastoreo prolongado. 
 
2.12.3. Control Biológico 
El control biológico ha sido definido como un medio ecológico desarrollado por el 
hombre con el objeto no de eliminar las poblaciones parasitarias, sino para reducirlas a 
densidades subclínicas aceptables o para conservar esta población en niveles no 
perjudiciales para los animales, usando antagonistas naturales vivos, dirigido, a 
mantener los estadios de vida libre en las praderas bajo control (Larsen, 2000). 
El uso de especies biológicas es para controlar aquellas formas de vida libre de los 
parásitos gastrointestinales (Waller, 1997) a diferencia de los fármacos antiparasitarios 
que se enfocan en las formas parasitarias en el hospedero.  
Diferentes investigadores: Larsen, 1999; Padilha, 1999; Vercruysse y Dorny, 1999 
señalan que el hongo Duddingtonia flagrans, posee la capacidad de disminuir la 




2.13. IMPACTO ECONOMICO 
Los parásitos y sus implicancias en la ganadería del país son de gran importancia, 
tanto por sus efectos en la salud y en la producción especialmente, cuanto por el 
esfuerzo que plantea el tratamiento, control y prevención. Los parásitos 
gastrointestinales de los CSA, como los daños ocasionados por éstos, pasan 
desapercibidos, ejerciendo efectos subclínicos, debido al carácter endémico de estas 
infestaciones. Sin embargo, los endoparásitos actúan de manera insidiosa, agotando la 
capacidad productiva de los animales, lo cual se aprecia en la poca ganancia de peso, la 
producción baja de carne y la mala calidad de la fibra (García et al., 2005).  
Sólo el 3,5% de la superficie en tierras Alto-andinas, los suelos presentan el 
potencial necesario para la agricultura. Esto debido a las heladas, granizadas o 
nevadas. Por lo que, las familias nativas, van a depender de la ganadería y de las 
pasturas nativas para subsistir (Flores, 1991).  
Según MINAGRI 2012, del total de 128´521,560 ha territoriales que tiene el país, se 
prevé desarrollar las actividades del censo poblacional de vicuñas en gran parte del 
área de los 15´779,000 ha de pasturas naturales que se constituyen en áreas 
potenciales que podrían ser habitadas por vicuñas. A partir de la ejecución de un 
proyecto acerca de la utilización adecuada de la vicuña, la participación de las 
comunidades campesinas organizadas fue fundamental como parte del impacto social ,  
la cual se incrementó y se hizo más directa, a partir de 1994, con la promulgación de la 
Ley N° 26496, lográndose el reconocimiento oficial de más de 600 organizaciones 
sociales en base, como unidades de desarrollo sostenible de la especie. En el 2012, el 
mercado nacional compró el kilo de fibra sucia de vicuña entre $300.00 y $320.00 
dólares americanos y la fibra descerdada a $625.00 dólares americanos por kilo.  
Cabe mencionar, que el año 2014 la asociación ACRIVIC vendió a Italia 90 
kilogramos de fibra de vicuña, siendo exitoso el trabajo realizado por los pobladores y 
asociados durante la realización de la esquila (información proporcionada por el Ing. 
Lord Pompeyo Azañedo).  
El desarrollo poblacional de la especie, adaptada a las agrestes condiciones del 
clima y cuyo desarrollo se basa en el consumo de pastos naturales que se ofertan, así 
como promover acciones contra la caza indiscriminada e ilegal, permitirá la presencia 
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de una mayor población animal y por lo tanto de una mejor producción de fibra de 
vicuña.  Esta especie, sin embargo, tiene un potencial de aprovechamiento sostenido 
con un impacto social, económico, ecológico, conservacionista, educacional, entre 




III. MATERIAL Y METODOS 
3.1 LUGAR DE ESTUDIO 
El estudio se realizó en el Fundo Virgen de las Mercedes, distrito de Contumazá, 
Provincia de Contumazá, departamento de Cajamarca, cuya altitud es de 3974 msnm.  
El clima de esta zona presentó temperaturas mínima promedio anual y máxima 
promedio anual de 8.9 y 22°C, respectivamente, temperatura media anual 15.4°C, 
precipitación pluvial total de 732.8mm y precipitación promedio anual de 64.35mm, 
con humedad relativa promedio anual de 62.5% (INEI, 2016). En Contumazá, la época 
seca ocurre de mayo a octubre, siendo los meses de noviembre a abril los que 
corresponden a la época de lluvias, presentando temperaturas mínima y máxima de 
7.24 y 22.56°C, respectivamente y precipitación pluvial que varió de 0.1 a 27.7 mm 
(INEI, 2017). 
 
3.2   ANIMALES DEL ESTUDIO 
La vicuña al ser un animal silvestre, su manejo se realizó luego del arreo y atrape de 
los animales denominado Chaccu o “rodeo”, momento en que se realiza la esquila  
(Tuppia, 2009), es una técnica ancestral a cargo de las comunidades y personal 
especialiado que permite luego del arreo, el atrape o captura de las vicuñas, esto fue 
realizado el 8 de agosto del 2015, la esquila se realizó solamente a las vicuñas mayores 
de un año de edad y tardó algo de dos minutos por animal, incluyendo también la 




3.3 TAMAÑO MUESTRAL 
Se determinó el número de vicuñas a muestrear mediante fórmula para poblaciones 
finitas (Daniel, 1996).  





  n = Tamaño muestral 
  Z = Nivel de Confianza 
  N= Tamaño poblacional 
  d = Error esperado 
p = prevalencia 
  q = 1 – p 
Las restricciones fueron las siguientes: nivel de confianza del 95%, proporción 
referencial de 90% (Roncal, 2014), tamaño de la población aproximada de 1200 
vicuñas (información otorgada por la Asociación de criadores de  Vicuñas Pozo Kuan 
Contumazá) y error máximo admisible del 5%. El tamaño de muestra calculado fue de 
125 vicuñas. En el presente estudio se recolectaron un total de 208 muestras de heces.  
 
3.4 RECOLECCIÓN DE MUESTRAS 
Se colectaron aproximadamente 15g de heces por animal, tomadas directamente 
del recto, utilizando bolsas de plástico, del máximo número de vicuñas que se 
pudieron atrapar. Se registraron: fecha de la toma de muestra, sexo y edad de las 
vicuñas (crías: < 1 año; juveniles: 1 - 3 años; adultos: > 3 años); en base a la dentición. 
Las muestras de heces fueron almacenadas en bolsas de polietileno y transportadas en 
cajas térmicas con refrigerantes que fueron llevadas al Laboratorio de Parasitología de 
la Facultad de Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional Mayor de San Marcos, 




 n = ___Z2Npq ___ 




3.5 ANÁLISIS COPROPARASITOLÓGICO DE LAS HECES 
Para el diagnóstico coproparasitológico (Nemátodos y Céstodos) de las muestras, se  
realizaron los siguientes métodos: 
 
3.5.1 “Técnica o método de Sedimentación Rápida de Lumbreras” (Lumbreras et 
al., 1962) 
 En un mortero se coloca de 2 a 3 g de la muestra de heces, se añade agua del caño, 
se mezcla y homogeniza.  
 Seguidamente se tamiza en un recipiente de vidrio de boca ancha con 200 a 300ml 
de capacidad, completándose la copa con agua. Se deja reposar por 20 a 30 min.  
 Se decanta y se realizan varis lavadas con agua de caño hasta que el sobrenadante 
resulte transparente.  
 Se toma una pequeña cantidad del sedimento sobre una lámina porta objetos o 
placa Petri. Llevarlo al microscopio y observar a un aumento de 10x. 
 
3.5.2 Técnica o método de Flotación con solución saturada de azúcar (Rojas, 2004) 
 En un mortero se agrega de 2 a 3 g de heces, se añade aproximadamente 20 ml de 
agua, se mezcla y se tamiza, luego se deja sedimentar en un tubo de prueba por 30 
min. 
 Se elimina el sobrenadante y se agrega la solución de Sheather para resuspender e l  
sedimento hasta que se aprecie un menisco y se coloca sobre un cubreobjetos por 
aproximadamente 10 min, luego se lleva a un portaobjetos y se observa al 
microscopio con un objetivo de 10x. 
 
3.5.3  “Técnica de McMaster modificado para determinación de la carga parasitaria” 
(Rojas, 2004).  
 En un mortero se coloca 3 g de heces y agregar 42 ml de agua, se diluye y 
homogeniza, luego se tamiza y se coloca en un tubo de prueba de 15 ml de 
capacidad, que repose por un tiempo de 30 min y el sobrenadante se eliminará. 
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 Al sedimento se le adicionará la solución saturada de azúcar (Sheather), se procede 
a homogenizar y se extraerá inmediatamente desde la mitad del tubo, utilizando 
una pipeta Pasteur, una cantidad de esta solución, para poder llenar las 2 cámaras 
de la lámina de McMaster, dejar reposar de 3 a 5 min. y seguidamente se hará el 
conteo de huevos a 10x, multiplicándose el número de huevos hallados por el factor 
de dilución que es 100 si la lectura fue de una cámara o 50 si fueron ambas. 
 
3.5.4 “Coprocultivo para la obtención de larvas infectivas (L3) de nematodos 
gastrointestinales mediante el método de Baermann” (Rojas, 2004) 
 “Pesar 10 g. de heces y se coloca sobre 3 a 4 capas de gasas y se ata con una pita o 
cordel a manera de bolsa; la cual se coloca dentro de un frasco de vidrio o plástico 
de boca ancha, de modo que la bolsa quede suspendida por la pita. La tapa del 
frasco se coloca parcialmente cerrada para facilitar la entrada de aire”. 
 “Se incuba en estufa a 27ºC durante 7 a 8 días o dejarla a temperatura ambiente 
(20ºC), agregándole esporádicamente gotas de agua reposada (sin cloro) para evitar 
se seque la muestra y evitando la muerte de las larvas. Transcurrido este tiempo se 
procede a la recolección de las larvas, utilizando el método de Bermann. 
 “La bolsa conteniendo la muestra previa, se coloca en un embudo de vidrio (con el 
tubo de goma provisto de una pinza o clamp), se cubre la muestra con agua tibia y 
se deja reposar hasta 6 a 8 horas”. Se abre el tubo de goma y se recolecta el primer 
liquido en un tubo de 15ml. 
 Se deja sedimentar el líquido en refrigeración, para que sedimenten las larvas y se 
decanta el sobrenadante. Con una pipeta pasteur se traslada una alícuota del 
sedimento a una lámina portaobjeto y se observa al microscopio a 10x, al observar 
la larva en movimiento se coloca solución yodurada al fin de inmovilizarla, 
facilitando de esta forma la observación de los detal les morfológicos”. 
 
3.5.5 Reconocimiento de formas larvarias (Rojas, 1990) 
 Para identificar las formas infectivas (L3) de los nematodos gastrointestinales se 




3.6 PROCESAMIENTO DE DATOS 
3.6.1 Prevalencia:  
Mediante la siguiente formula determinaremos la prevalencia de nematodos y 
cestodos en vicuñas:  
 
            N de animales positivos 
          p = ---------------------------- x 100 
                n  
 
3.6.2 Intervalo de confianza (Daniel, 1996) 
 




“Z = 1.96 (Nivel de Confianza) 
IC = Intervalo de Confianza 
p = Prevalencia  
q = 1 – p 
n = tamaño de muestra” 
 
3.7 ANÁLISIS ESTADÍSTICO 
Para determinar la prevalencia de helmintos se obtuvo de la proporción de 
muestras positivas. Y mediante el uso de la prueba de regresión logística, se obtuvo el 
factor de riesgo de cada variable (edad y sexo) con respecto a la presencia de 
helmintos así también se determinó sus respectivos intervalos de confianza para cada 
riesgo. Asimismo, la asociación de los géneros de helmintos con las variables (edad y 






La prevalencia de helmintos (nemátodos y céstodos) hallada en 208 vicuñas del 
distrito de Contumazá fue de 81.3 ± 5.3% (cuadro 10).  
 
Según el sexo, un mayor porcentaje se observó en machos (81.6%) y respecto a la 
edad se encontró que las crías (95.2%) y los juveniles (92%) presentaron porcentajes 
más altos (cuadro 10).  
 
El análisis de regresión logística indicó que el sexo no constituye factor de riesgo 
(p<0.05) para la presentación de la helmintiasis; sin embargo, respecto a la variable 
edad, las crías y juveniles resultaron ser más susceptibles al parasitismo (p<0.05), estas 
edades presentaron 7.99 y 4.59 veces mayor riesgo respecto a los adultos. 
 
Se hallaron cinco formas parasitarias, compatibles huevos de helmintos (cuadro 11): 
Huevos tipo Strongylus spp, Nematodirus spp, Trichuris spp, Capillaria spp y Moniezia 
spp; siendo los de mayor frecuencia los HTS (61.1%) y menores frecuencias se 
observan en Capillaria spp (16.8%) y Moniezia spp (8.7%). Por otro lado, hubo 
asociación significativa (p<0.05) entre la variable edad con la presencia de HTS, 
Nematodirus, Trichuris y Moniezia, no se halló diferencia significativa con los huevos 
pertenecientes al género Capillaria (cuadro 11). Los huevos de Fasciola hepatica no 
fueron evidenciados en las muestras procesadas, mediante la técnica o método de 
Sedimentación Rápida de Lumbreras (Lumbreras et al., 1962). 
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El promedio de cargas parasitarias (hpg) de nematodos, mostrada en las vicuñas 
(cuadro 12) fueron: huevos tipo strongylus (119.9), Nematodirus spp (121.3), Capillaria 
spp (105.8) y Trichuris spp (103.8). Siendo las crías, el grupo que muestra la carga más 
elevada en todos los huevos evaluados.  
 
Mediante el coprocultivo de las muestras se obtuvieron e identificaron las formas 
infectivas (L3) procedentes de los huevos “tipo Strongylus”. Los valores porcentuales 
de larvas infectivas fueron: Cooperia spp (39.64%), Trichostrongylus spp. (20.76%), 
Ostertagia spp (17.56%), Oesophagostomum spp (12.88%), Haemonchus spp (5.45%) y 






















Cuadro 10     Prevalencia de Helmintos en Vicuñas según sexo y edad en el distrito de 







n1 % OR2 P3 IC (OR) 
Sexo         
Hembra 110 89 80.9 1 - - 
Macho 98 80 81.6 1.03 0.937 0.49 – 2.12 
Edad (años) 
    Adultos (>3) 112 80 71.4 1 - - 
Juveniles (1-3) 75 69 92 4.59 0.001 1.81 – 11.64 
Crías(<1) 21 20 95.2 7.99 0.047 1.03 – 62.11 
TOTAL 208 169 81.3 
   1 Positivos 
2 Odds ratio 
















Cuadro 11    Prevalencia de huevos de Helmintos en Vicuñas según sexo y edad en el 
distrito de   Contumazá, Cajamarca (agosto, 2015) 
VARIABLE 
N°    
vicuñas 
Huevos de helmintos (%) 
HTS Nematodirus Trichuris Capillaria Moniezia 
Fasciola  
hepatica 
Sexo        
Hembra 110 58.2 35.5 22.7 16.4 10 0 
Macho 98 64.3 41.8 30.6 17.3 7.1 0 
Edad (años) 
       
Adultos (˃3) 112 49.1a 23.2a 13.4a 13.4 2.7a 0 
Juveniles (1-3) 75 74.7b 50.7b 42.7b 18.7 10.7b 0 
 Crías (˂1) 21 76.2c 76.2c 38.1c 28.6 33.3c 0 
        
TOTAL 208 61.1 39.4 26.9 16.8 8.7 0 
1 Huevos tipo Strongylus 





















Cuadro 12  Promedio de carga parasitaria de huevos nemátodos en vicuñas del distrito 





Carga de huevos de HELMINTOS 
HTS Nematodirus Trichuris Capillaria 
Sexo       
Hembra 89 120.6 122 120 100 
Macho 80 119.2 120.5 91.2 108 
Edad (años) 
   
Adultos (>3) 80 94.9 94.6 83.9 94.1 
Juveniles (1-3) 69 112.5 104.4 116.1 109.1 
Crías (<1) 20 203.1 194.4 130.8 107.7 
            
TOTAL 169 
119.9               
(61.6 – 178.2) 
121.3        
(63.5 – 179.1) 
105.8        
(62.8 - 148.8) 
103.8        
(19.5 - 188.1) 
























Cuadro 13  Porcentajes de “larvas infectivas” (L3) procedentes de Huevos tipo    
Strongylus según edad en vicuñas del Distrito de Contumazá, Provincia 
Contumazá – Cajamarca (agosto 2015) 
 
GÉNEROS 
EDAD (%) PROMEDIO 
(%) Crías Juveniles Adultos 
Cooperia spp 43 39 37 39.64 
Trichostrongylus spp 23 20 18 20.76 
Ostertagia spp 15 19 18 17.56 
Oesophagostomum spp 13 10 16 12.88 
Haemonchus spp 4 5 7 5.45 

















La vicuña es el camélido silvestre de mayor distribución en Sudamérica. Vive en 
zonas andinas y alto andinas, comparte estos hábitats con otras especies de camélidos 
sudamericanos: el guanaco (Lama guanicoe), además de la llama (Lama glama) y la 
alpaca (Vicugna pacos), estas dos últimas son especies domesticadas (FAO, 2005).  
Según el Censo Poblacional de Vicuñas en el Perú en el 2012, la población era de 
208,899 animales. El mayor porcentaje se encontró en Ayacucho (29.74%) así como al 
sur del país (Puno, Huancavelica, Junín, Cusco, Arequipa, Apurimac, Lima), en 
Cajamarca se encuentra el 0.61% de la población total, esta se maneja a través de 3 
comunidades u organizaciones. Toda la población de vicuñas presentes en Cajamarca 
es resultado de programas de repoblación con ejemplares traídos desde Ayacucho, 
aunque en un inicio el manejo de estas vicuñas estuvo a cargo del estado con la ayuda 
de comunidades del sur del país, en la actualidad son las comunidades cajamarquinas 
quienes tienen plena autonomía en la gestión del recurso. El crecimiento que se 
registra desde la introducción de las primeras vicuñas es una evidencia del manejo 
responsable del recurso (MINAGRI – DGFFS, 2014).  
El departamento de Cajamarca, en el año 1997 tenía una población de 72 vicuñas 
(MINAGRI – DGFFS, 2012) y para el año 2000 mediante el censo nacional de vicuñas, 
contaba con una población de 235 vicuñas bajo e l cuidado de una organización 
(MINAM – SINIA, 2005). En el año 2003, representantes de PRODELICA visitaron 
algunos lugares para la realización de proyectos que ayuden a las comunidades en la 
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Provincia de Contumazá, en la zona de Pozo Kuan, las condiciones climáticas y la 
calidad del pasto de la zona fueron propicios para la crianza de vicuñas. La asociación 
de Criadores de Vicuñas Pozo Kuan Contumazá – ACRIVIC – inicio el año 2006 con 240 
vicuñas traídas desde Ayacucho, firmando un convenio con la Asociaci ón San Cristóbal 
de Ayacucho para que esta le brinde asesoramiento respectivo y hasta el año 2015 la 
población era de 1200 vicuñas. El área de crianza contaba con más de 1000 has de 
tierras la cual fue donado por algunos asociados (Ing. Lord Pompeo, comuni cación 
personal).  
Los Camélidos Sudamericanos son parte fundamental de la base productiva de los 
pueblos andinos, de donde se obtiene fibra y carne (Guerrero y Alva, 1986). La vicuña 
es una especie silvestre que habita en nuestro país hace miles de años, su recurso 
principal es la fibra que se obtiene de la esquila y se realiza una vez al año durante el 
Chaccu. Es de vital importancia, que de manera conjunta se tomen las medidas 
respectivas para realizar procedimientos de control y prevención de enfermedad es, 
sobretodo parasitarias que tienen repercusión en la condición corporal, fertilidad, 
producción de fibra o vellón; evitando la pérdida de un recurso nacional tan valioso 
como es la vicuña. 
Al ser la vicuña un animal silvestre, se cuenta con escasa información sobre la 
prevalencia e identificación de helmintos gastrointestinales presentes en esta especie . 
En el cuadro 10, se muestra que la prevalencia de helmintos gastrointestinales hallada 
en el estudio fue del 81.3%, similares resultados fueron hallados en vicuñas del anexo 
de Mamuta del CPM Maure-Kallapuma del distrito de Tarata y provincia de Tarata en 
Tacna (Quispe, 2011).  
Evaluaciones realizadas en alpacas comercializadas en Cajamarca, durante los 
meses de agosto a septiembre la prevalencia de helmintos gastrointestinales obtenida 
fue del 90% (Roncal, 2014). En la provincia de Cajamarca, en las cuencas que 
pertenecen a los ríos Chonta y Mashcon durante los meses de marzo a agosto, las 
prevalencias de helmintos gastrointestinales fueron de 80.31 y 80.33%, 
respectivamente (Chávez, 1995), mientras que en el presente estudio se obtuvo una 
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prevalencia similar 81.3% lo que indicaría que las condiciones epidemiológicas serían 
similares. 
Existen una serie de factores que influyen en la prevalencia del parasit ismo en el 
departamento de Cajamarca, tal como la condición ambiental, principalmente la 
temperatura y la precipitación pluvial. Temperaturas de 15°C con precipitación pluvial 
de 50 mm mínimos mensuales aseguran la trasmisión exitosa de las formas infectivas 
de los nematodos gastrointestinales (L3) a los animales (Rojas, 2004; Romero et al., 
2005). La zona de estudio, presentó durante la época seca valores de temperatura 
promedio mínimo y máximo de 7.24 y 22.56°C respectivamente, la precipitación 
pluvial varió de 0.1 a 27.7 mm, la escasa precipitación no favorece la supervivencia y 
evolución del parasito en el ambiente durante esta época critica, afectando la 
infección parasitaria; por lo que en esta época se incrementa la hipobiosi s de esta 
manera las cargas parasitarias resultaron bajas. 
Quispe en 2011 publicó sus resultados de estudios de prevalencia realizados en 
vicuñas del anexo de Mamuta del CPM Maure-Kallapuma del distrito de Tarata y 
provincia de Tarata en Tacna, en 2009, mostrando una prevalencia de 80.83%. Así 
mismo, se halló la frecuencia de parásitos gastrointestinales en 56 estercoleros 
distribuidos en 18 sectores de la Reserva Nacional “Pampa Galeras Barbara D´Achille 
siendo 89.29% en el mes de febrero (Torres, 2016). 
Otro estudio donde se evaluaron 199 defecaderos ó estercoleros de vicuñas 
(Vicugna vicugna) ubicado en tres zonas de la reserva de producción de fauna 
Chimborazo-Ecuador. El estudio halló en una zona, 2.5 veces menor carga de huevos 
de helmintos gastrointestinales que en las otras dos zonas, concluyendo que las 
mayores cargas de estos se hallaban en zonas de mayor humedad, no atribuyéndose 
efectos a la altitud (Chacaguasay, 2016); donde se reafirma la influencia de la humedad 
para la supervivencia de los parásitos gastrointestinales. En Bolivia (Ruiz, 2016) se 
realizó un estudio sobre endoparásitos en vicuñas en 7 comunidades de los 
departamentos de La Paz y Oruro, la prevalencia fluctuó entre 90 y 100%, además, 
luego de realizado el análisis coproparasitológico de las muestras obtenidas, se 
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observó que el 98.6% de estas, presentaron algún tipo de forma de huevo para 
nematodos gastrointestinales, cestodos intestinales y coccidias intestinales.  
Las actividades de manejo animal y sanitario actúan como factores adicionales que 
afectan la presentación de parasitismo. La crianza de vicuñas en Contumazá, se inició 
en terrenos donde no existió previamente la presencia de ganado doméstico o esta era 
esporádica, pero se conoce que la crianza mixta entre el ganado (bovino: ovino: 
caprino) o entre alpacas, llamas y ovinos, las áreas de pastoreo resultan infectadas y 
estos animales compartirían parásitos, por la baja especificidad que caracteriza a 
algunas especies de helmintos, causando una infección cruzada (Soulsby, 1993).  
Además, el factor nutrición o la disponibilidad de pasturas nativas en buen estado 
en el área de crianza permitiría a la vicuña poder resistir a diversas enfermedades, 
entre ellas las endoparasitarias. Según MINAGRI – DGFFS (2014), el estado de los 
pastos en Cajamarca fue categorizado de 33.3 y 66.7% para pasturas en buen y regular 
estado, respectivamente. Según Flores (1991); Flórez et al. (1992), se ha de considerar 
cinco categorías para la condición de la pradera, entre ellas: Excelente, buena, regular, 
pobre y muy pobre. Las que van a tener características específicas en cuanto a tipo de 
pastos (deseables y no deseables) para cada especie animal y condiciones del suelo. Un 
factor importante es la capacidad de carga, dada por el estado de las pasturas y la 
especie animal a pastorear. En el caso de las vicuñas, bajo condiciones de sus pasturas, 
que van desde regular y buen estado, aparentemente correspondería a una carga 
animal de 1.65 a 3.33animales/ha/año (Flórez et al., 1992). Sin embargo, debería 
haber un estudio acerca de las condiciones de las pasturas en las épocas de seca y 
época de lluvias en la zona de estudio para determinar la carga animal que le 
corresponde en las dos épocas del año y dar algunos alcances sobre el estado sanitario 
de las vicuñas, para continuar con la crianza de vicuñas en Contumazá en las mismas 
condiciones actuales.  
En el presente estudio, no fueron hallados los huevos de Fasciola hepatica, 
probablemente debido a las condiciones medio ambientales presentes en el área de 
estudio, las cuales no son compatibles con las condiciones mínimas que requiere el 
desarrollo de huevos y hospedero intermediario y persistencia de las formas infectivas 
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(metacercarias) de Fasciola hepatica. Las condiciones óptimas de temperatura 
ambiental varían de 10°C a 30°C, siendo 10°C la temperatura critica. Así también la 
precipitación pluvial mínima es de 50mm/m2 (Leguía, 1991). Durante la época seca en 
la zona de estudio, la temperatura promedio mensual fluctúa entre 14.4 y 16.3°C. y la 
temperatura mínima promedio mensual varía de 5.8 a 9.5°C, el rango de precipitación 
pluvial promedio de 0.1 a 27.7mm3 (INEI, 2017) a una altitud de 3974 msnm, 
condiciones ambientales que no brindaron las condiciones óptimas para el 
establecimiento de Fasciola hepatica. Sin embargo, Londoñe (2009) demostró tanto la 
presencia de caracoles Lymnaeidae (hospedero intermediario) como formas larvarias 
de Fasciola hepatica dentro de estos en altitudes superiores a los 4,000 msnm.  
De los estudios realizados en alpacas de Puno, se encuentran prevalencias de 
helmintos gastrointestinales de 54.2% en las localidades del distrito de Ajoyani y la 
comunidad campesina de Queracucho durante marzo y julio (Farfán, 2014) debido a 
varios factores, como deficiencia de proteínas de las pasturas, inadecuado calendario  
de dosificación antiparasitaria y la alta susceptibilidad de las alpacas a las parasitosis 
gastrointestinales. Contreras, 2012, hallo prevalencia de 63% en alpacas del distrito de 
Macusani – Carabaya en agosto y octubre con carga parasitaria de 50 a 68.3 hpg, 
siendo una infección leve. Pérez et al., 2014, obtuvo 68.4% de prevalencia en alpacas 
en las comunidades de Pampacancha y Mahuayani del distrito de Ocongate en los 
meses de septiembre y octubre del 2011, siendo el rango de la carga parasitaria de 50 
a 70.9 hpg, considerándose estos valores como cargas bajas. 
En relación al sexo y la frecuencia de helmintos, no se observo diferencia 
significativa (p<0.05) entre machos (81.6%) y hembras (80.9%), considerando que el 
sexo de la vicuña no es un factor de riesgo, debido a que tanto la hembra como el 
macho se exponen a condiciones similares de pastoreo, por lo tanto, a los mismos 
riesgos de infección. De igual manera, Ruiz (2016) hace mención que el sexo no es 
considerado un factor de riesgo en las vicuñas. Por el comportamiento de la vicuña, es 
social, organizándose en grupos familiares, compuestos de un macho territorial y en 
promedio de 4 a 5 hembras, ubicados en terrenos estables (Vilá, 2000).  
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Al comparar nuestros resultados con los hallados en alpacas de la comunidad de 
Queracucho por Farfán (2014), fueron similares al presentar 59.52% en hembras y 
58.82% en machos. Así también, Roncal (2014) encontró que el 100% de machos 
resultaron positivos y hembras alcanzo un 80%. Contreras (2012), mostró una mayor 
tendencia en machos (73.9%) que en hembras (61.4%) y Pérez (2014), encontró 
prevalencias en machos y hembras de 71.8 y 67% respectivamente. 
La asociación de helmintiasis con la edad, halló que las crías presentan una alta 
prevalencia (95.2%) indicando diferencia significativa y un factor de riesgo de 7.99 
veces mayor con respecto a los adultos, lo mismo en las vicuñas jóvenes (OR = 4.59) 
con el grupo adulto (Cuadro 10). Esta cifra alta en animales jóvenes podría estar 
relacionada al factor inmune de los camélidos frente a los helmintos, la misma que irá 
incrementándose de forma paulatina hasta hacerse resistente alrededor de los 2 años 
(Leguía y Casas, 1999). El hecho de criar adultos y crías, favorece la infección de las 
últimas, esto se debe a la inmadurez de su sistema inmune (Leguía y Casas, 1999), la 
contaminación de los pastos con larvas infectivas se vuelve riesgoso cuando se realiza 
un pastoreo conjunto durante la lactación y el empadre (Chávez et al., 1967). Esto 
favorece la ingestión de larvas infectivas por parte de las crías al momento del 
pastoreo, lo que implica desarrollo de parasitosis gastrointestinal a edad temprana 
(Dunn, 1983). 
En el cuadro 11 se muestra que la prevalencia de huevos de helmintos, donde los 
valores más altos se obtienen con Huevos Tipo Strongylus “HTS” (61.1%), seguidos de 
Nematodirus (39.4%), Trichuris (26%), Capillaria (16.8%) y Moniezia (8.7%), resultados 
que solo se podrán comparar con los obtenido por Quispe, 2011, quien evaluó Vicuñas 
en el anexo de Mamuta de la provincia de Tarata en la Región Tacna, hallando valores 
diferentes, así en huevos de Trichuris (81.44%), HTS (20.62%), Nematodirus (15.46%) y 
Capillaria (11.34%). Es probable que las diferencias geográficas y climáticas hayan 
influenciado en esta diferencia. Sin embargo, en estudios realizados en alpacas 
beneficiadas en Cajamarca, coinciden con nuestros resultados obtenidos. Así, Roncal 
(2014), donde halló un 100% de frecuencia en relación a los huevos tipo strongylus en 
alpacas beneficiadas en Cajamarca. Durante las épocas lluviosas donde se presenta 
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mayormente este tipo de huevos (Rojas, 1986; Quiroz, 2005) pero en la época seca las 
condiciones medioambientales son menos favorables para los nematodos, algunos de 
ellos pueden realizar hipobiosis, es decir las larvas en los estadios 3 o 4 pueden ser 
arrestados, permaneciendo en esa condición por varios meses, no eliminando huevos 
al medio ambiente (Leguía, 1991).  
Con respecto a Nematodirus spp se registró una prevalencia de 39.4% (Cuadro 11), 
estudios realizados en alpacas mostraron prevalencias que oscilaron entre 30.6 a 
69.7% en la zona de Puno (Melo, 1997; Contreras, 2012; Farfán, 2014) y de 54% en 
Cusco (Pérez et al, 2014). Los huevos de Nematodirus son muy frecuentes en el 
altiplano y prevalecen por encima de todo huevo “tipo strongylus” sobre todo en el 
periodo de   sequía, ya que estos huevos requieren de precipitación pluvial mínima de 
50mm/m2 y temperaturas entre 6 a 20°C (Guerrero y Alva, 1986; Leguía, 1991; Leguía y 
Casas, 1999; Eckert et al., 2005). Mientras que los huevos de Nematodirus, presentan 
doble cubierta y permite el desarrollo de sus larvas infectivas dentro del huevo, 
necesitando para su liberación al medio ambiente la presencia de temperaturas frías, 
seguidas de temperatura diaria sostenida de 10°C o más (McMahon et al., 2017).  Los 
huevos de Nematodirus presentan gran resistencia frente a las bajas temperaturas y la 
sequedad propias de la época, incluso le pueden permitir sobrevivir hasta por cinco 
años (Quiroz, 2005).  
Para el género Moniezia spp la prevalencia fue de 8.7% (cuadro 11) y donde las crías 
fueron las más afectadas (33.3%), prevalencia similar a los reportados por Contreras 
(2012) y Pérez et al., (2014) con valores de 9.6 y 6.3% respectivamente en alpacas de 
las zonas de Puno y Cusco respectivamente. A diferencia de otros estudios que 
reportan prevalencias de 30% en alpacas (Roncal, 2014) y 26.8% (Torres, 2016) en 
estercoleros de vicuñas. Bustinza (2000), menciona que aquellos animales menores del 
año de edad son más susceptibles a la cestodosis, por ello dentro del calendario 
antihelmíntico para CSA, se recomienda la dosificación a los 3 – 4 meses de edad, 
inclusos hasta después del destete (Rojas, 2004). Luego de ello, los CSA obtendrán una 
fuerte respuesta inmune limitando la carga parasitaria a 1 o 2 tenias en cada animal.  
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Los promedios generales de cargas parasitarias de los diferentes huevos de 
nemátodos hallados fueron muy similares (103.8 a 121.3 hpg); no obstante, se observó 
variación de la carga de huevos de HTS, Nematodirus, Trichuris con la edad de los 
animales, a excepción de Capillaria (cuadro 12). Bustinza (2014) al igual que               
Ruiz (2016), también obtuvieron cargas leves y en ambos estudios consideraron no 
realizar tratamiento antihelmíntico en las poblaciones de vicuñas. Puesto que, en un 
trabajo realizado por Vaca et al., (2012) tomó en consideración no usar algún 
medicamento antiparasitario en aquellos grupos de bovinos donde las cargas no 
llegaban o superaban los 400hpg e incluso cargas menores a 500hpg. Pero si en 
aquellos que tenían cargas iguales o superiores a los 500hpg. Al parecer en cargas 
leves, existe un equilibrio biológico y/o físico entre el organismo parasitario y el 
hospedador, donde no se aprecian signos clínicos de parasitosis gastrointestinal, lo que 
conlleva a un estado inmunitario propicio y selectivo (Beltrán-Saavedra, 2011). No 
obstante, como menciona Latorre (1995) se puede obtener un nivel subclínico de 
parasitosis gastrointestinal donde se aprecia conteos de huevos menores a 500hpg 
como consecuencia de dosificaciones estratégicas en las épocas de primavera y otoño. 
Aunque los Camélidos Sudamericanos al igual que las ovejas presentan las mismas 
poblaciones parasitarias, se debe tener en cuenta las manifestaciones clínicas de 
parasitosis gastrointestinal con conteos de huevos mayores a 1000hpg e incluso a 
partir de 500hpg (Duncanson, 2012) por lo que sugiere, antihelmínticos de acción 
prolongada y sostenida.  
Acerca del estudio de cargas positivas en crías de alpacas y llamas, hubo un 
significativo efecto del 90.15 al 100% respecto a la transmisión de la carga parasitaria 
de las madres hacia sus crías, entre los nematodos involucrados se tienen Nematodirus 
spp, Lamanema chavezi y huevo tipo strongylus y un efecto menor para Trichuris spp 
(Mamani, 2012). No obstante, se conoce que alpacas menores de 2 años de edad son 
susceptibles a la infección por nematodos, al tener su respuesta inmune poco 
desarrollada (Leguía y Casa, 1999). 
Como se mencionó anteriormente, las muestras de heces fueron colectadas en la 
época seca, la cual presenta condiciones adversas para el desarrollo y supervivencia de 
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las L3 provenientes de los HTS (Leguía y Casas, 1999), no obstante, la larva L3 de 
Nematodirus se desarrolla dentro del huevo y requiere de cambios bruscos de 
temperatura para su eclosión (Guerrero et al., 1973). Las crías presentan una mayor 
carga parasitaria con respecto a los otros grupos etarios (juveniles y adultos).  
Mediante el cultivo de las heces positivas a huevos tipo strongylus para la obtención 
de las formas infectivas (L3) el mayor porcentaje correspondió al género Cooperia 
(39.6%) presentando concordancia con resultados hallados en alpacas (Contreras, 
2012; Pérez et al., 2014) las zonas templadas y cálidas favorecen la presencia de este 
género (Romero y Sanabria, 2005). Según Boom y Sheath (2008) hacen mención que 
este género es muy prolífico, llegando a producir de 1000 a 3000 huevos por día, de 
manera ocasional realiza arresto larvario en temperaturas extremas lo que favorece su 
supervivencia (Soulsby, 1993; Fowler, 1998). Estudios en vicuñas muestran resultados 
de larvas infectivas correspondientes al género Trichostrongylus de 35.06 y 12.5 % 
(Clemente, 1983; Torres, 2016) respectivamente.  
En el presente estudio se halló también Trichostrongylus, Ostertagia, 
Oesophagostomum, Haemonchus y Bunostomum con valores porcentuales que 
fluctuaban entre 4 y 21%. Se resalta la presencia del género Ostertagia spp, ya que 
luego del comportamiento hipobiótico en condiciones ambientales adecuadas, el 
desarrollo del ultimo estadio larval, la emergencia del estadio adulto desde las 
glándulas abomasales y la posterior madurez en la luz del abomaso, ocasionarían 
lesiones severas y persistentes, incluso la muerte súbita en caso de infestación masiva 
(Kahn, 2007). 
A pesar, que en el estudio se halló una alta prevalencia de infección en el 81% de las 
vicuñas evaluadas y las cargas de los huevos de nematodo hallados oscilaba entre 
103.8 a 121.3 hpg. Podría explicar que la capacidad de respuesta inmune, así como el 
aporte nutricional de las pasturas que adquieren las vicuñas en esta zona de 
Cajamarca, evitan hasta el momento la presentación de alguna enfermedad 
endoparasitaria. Por lo que no requerirían algún tratamiento antihelmíntico, con el fin 




 Se encontró una prevalencia de 81.3% en helmintos en Vicuñas en el distrito de 
Contumazá, Cajamarca. 
 Las prevalencias de huevos de helmintos fueron de 61.1, 39.4, 26.9, 16.8 y 8.7% 
correspondiente a huevos tipo Strongylus (HTS), Nematodirus, Trichuris, Capillaria y 
Moniezia, respectivamente.  
 La carga promedio de huevos de nematodos por gramos de heces fue de HTS 
(119.9), Nematodirus (121.39), Trichuris (105.8), Capillaria (103.8) lo que se 
consideró como carga leve.  
 La edad presento asociación con respecto a la prevalencia de helmintos, donde las 
Crías y Juveniles mostraron 7.99 y 4.59 veces mayor riesgo que las adultas.  
 El estudio no evidenció la presencia de formas parasitarias compatibles con huevos 
de Fasciola hepatica. 
 Los géneros de la familia Trichostrongylidae identificados en cultivo de larvas fueron 
Cooperia spp., Trichostrongylus spp., Ostertagia spp., Oesophagostomum spp., 
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